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Plusieurs cibles thérapeutiques dans le développement de médicaments contre 
l’obésité visent une diminution de l’appétit et de la masse adipeuse et à augmenter la 
dépense énergétique. L’appétit et le métabolisme énergétique sont régulés par certains 
neuropeptides qui agissent au niveau du système nerveux central, notamment dans 
l’hypothalamus. Parmi ces neuropeptides, les peptides RF-amide ou QRFP 
(pyroglutamylated RF-amide peptides), ainsi nommés par la présence du motif conservé 
Arg-Phe-NH2 dans le domaine C-terminal, induisent une hyperphagie et une augmentation 
de la masse adipeuse lorsqu’administrés par voie centrale. Les formes bioactives de ces 
peptides comprennent principalement 43 (QRFP-43) et 26 (QRFP-26) acides aminés. Outre 
les peptides QRFP, leurs récepteurs, les GPR103 de la famille des récepteurs à 7 passages 
transmembranaires couplés aux protéines G, sont exprimés dans l’hypothalamus. Plus 
récemment, des études ont montré la sécrétion de ces neuropeptides, et la présence du 
GPR103, dans le tissu adipeux. Cependant, le rôle de la voie signalétique (QRFP/GPR103) 
dans la régulation du métabolisme lipidique au niveau périphérique est peu connu. Les 
travaux de cette thèse ont porté sur la caractérisation des effets adipogéniques périphériques 
des neuropeptides QRFP.  
En premier lieu, nos travaux ont montré que les adipocytes 3T3-L1 et les adipocytes 
murins isolés des dépôts adipeux blancs expriment le prépro-QRFP et uniquement le 
récepteur GPR103B, un des deux sous-types de récepteurs présents chez la souris. De plus, 
nous avons montré que l’expression du récepteur est régulée par une diète riche en lipides 
réduisant l’expression du prépro-QRFP, mais augmentant celle du GPR103B dans les 
dépôts lipidiques. Chez l’humain, les adipocytes de l’omentum expriment autant le 
GPR103 que le prépro-QRFP.  
Nous avons de plus étudié la fonctionnalité du GPR103B dans les adipocytes 3T3-




effets adipogéniques des QRFPs en augmentant l’expression du récepteur nucléaire PPAR-
 (peroxisome proliferator-activated receptor ) et le facteur de transcription C/EBP- 
(CCAAT-enhancer binding protein ) résultant en une accumulation des triglycérides.  
Nous avons aussi mis en évidence les effets anti-lipolytiques des QRFPs. En effet, les 
QRFP inhibent fortement la lipolyse induite avec l’isoprotérénol. L’étude des mécanismes 
moléculaires à l’origine des effets anti-lipolytiques du QRFP-43 a montré l’activation de  la 
voie de signalisation PI3-K/PKB (phosphatidylinositol 3-kinase/protéine kinase B) en 
réponse à la stimulation du GPR103B. La réponse anti-lipolytique induite par le QRFP-43 
est associée à une diminution de la phosphorylation de la périlipine A (PLIN1a) et de la 
lipase hormono-sensible (HSL). Nos études ont élucidé les mécanismes conduisant à 
l’inhibition de la phosphorylation de la PLIN1a en réponse à l’activation du GPR103B, 
impliquant l’inhibition de la migration de la cavéoline 1 et de la sous unité catalytique de la 
protéine kinase A (PKA) au niveau des gouttelettes lipidiques, ainsi que l’inhibition de 
l’activité des Src kinases et de la protéine kinase C (PKC).  
En conclusion, nos travaux ont montré que les QRFP-43 et -26 exercent un effet 
adipogénique et anti-lipolytique dans les adipocytes, mettant ainsi en évidence le rôle des 
neuropeptides QRFPs dans la régulation du métabolisme lipidique au niveau adipocytaire. 
 






Anti-obesity therapies mostly focused on development of centrally-acting drugs, 
which also promote weight loss properties. Many studies have documented the relevance of 
neuroendocrine peptides in the hypothalamus and their influence on the regulation of 
energy balance. Some neuropeptides have been reported to be expressed and secreted by 
the adipose tissue where they modulate lipid metabolism, reflecting the importance 
between hypothalamus and adipose tissue. Among neuropeptides that regulate appetite, 
QRFP (pyroglutamylated RF-amide peptides) was reported to have hyperphagic properties 
associated with an increase of adipose mass over lean mass in mice. Both QRFP and its 
receptor GPR103 are expressed in the hypothalamus of many spices. However, whether 
QRFP peptides and its receptor are involved in peripheral lipid metabolism is still 
unknown. This thesis focused on the peripheral effects of QRFP and the role of its receptor 
on adipose tissue. 
The results presented here show that QRFP-43 and -26 have direct adipogenic 
effects on both 3T3-L1 adipocytes and isolated adipocytes from white adipose tissue 
(WAT). Indeed, we found that prepro-QRFP and the GPR103B receptor, which is one of 
the two GPR103 sub-types found in mice, are expressed in 3T3-L1 adipocytes and in WAT 
isolated adipocytes. When mice are fed with high-fat diet, prepro-QRFP expression was 
reduced whilst GPR103B was increased in different WAT. In human omental adipocytes, 
both prepro-QRFP and GPR103 are expressed. QRFP treatment on 3T3-L1 adipocytes 
inhibits isoproterenol (ISO) induced-lipolysis and promotes adipognesis trought fatty acid 
uptake and expression of key adipogenic transcription factors, PPAR- (peroxisome 
proliferator-activated receptor ) and C/EBP- (CCAAT-enhancer binding protein ). The 
functionality of the GPR103B receptor was studied using short hairpin RNA to knock 
down its expression in 3T3-L1 adipocytes. Knockdown of GPR103B resulted in complete 




pathways in antilipolytic effects of QRFP-43 were investigated using 3T3-L1 adipocytes 
model. Stimulation of GRP103B induced PI3-K/PKB (phosphatidylinositol 3-
kinase/protein kinase B) pathway. QRFP-43 attenuates lipolysis by inhibiting ISO induced-
phosphorylation of perilipin A (PLIN1a) and hormone sensitive lipase (HSL). Moreover, 
we have underscored the mechanisms of GPR103B mediating inhibition of PLIN1a in 3T3-
L1 adipocytes. Activation of GPR103B prevents the translocation of caveolin 1 and the 
catalytic subunit of PKA induced by ISO on lipid droplets. This latter mechanism is the 
result of the inhibition of Src kinases and PKC induced by ISO following QRFP-43 
treatment in 3T3-L1 adipocytes. 
In conclusion, the work conducted in this thesis demonstrates a new role of QRFP 
peptides and the receptor GPR103B as modulator of lipid metabolism in adipose tissue. We 
have also underscored GPR103B signaling pathways leading to inhibition of lipolysis in 
adipocytes. 
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Au cours des dernières années, l’obésité est devenue un problème majeur de 
santé publique dans la plupart des pays occidentalisés. L’Organisation mondiale de la 
santé définit un obèse comme toute personne ayant un indice de masse corporelle (IMC) 
égal ou supérieur à 30 kg/m
2. Au Canada, la population atteinte d’obésité a plus que 
doublé en près de 10 ans selon les données de Santé Canada. Le nombre d’obèses est en 
croissance chez les jeunes canadiens et canadiennes. 
L’obésité se caractérise par un excès de la masse adipeuse, conséquence soit 
d’un problème génétique, soit d’une mauvaise alimentation (Hu et al., 2001). Dans ce 
dernier cas, la consommation de nourriture à forte teneur calorique sous forme 
d’hydrates de carbone et/ou de lipides et l’adoption d’un mode de vie sédentaire sont la 
cause du développement de l’obésité (Ford et al., 2002; Hu et al., 2001). Ce type 
d’alimentation constitue un apport énergétique qui sera principalement stocké sous 
forme de triglycérides (TG) dans les adipocytes du tissu adipeux.  
Récemment, des neuropeptides présentant un motif Arg-Phe-NH2 (Chartrel et 
al., 2003; Takayasu et al., 2006), nommés RF-amid ou QRFP (pyroglutamylated RF-
amide peptides) ont montré des propriétés orexigènes et hyperphagiques chez plusieurs 
espèces, dont l’homme et la souris (Chartrel et al., 2005; Chartrel et al., 2003; Liu et al., 
2009b; Ukena et al., 2010). Des études faites chez l’homme ont montré que ces peptides 
sont présents dans la circulation sanguine et que les taux sont augmentés chez des sujets 
souffrant d’anorexie (Galusca et al., 2012). Ces propriétés suggèrent un rôle potentiel de 
ces peptides dans la régulation de l’adipogenèse, mais aucune étude à ce jour n’a montré 
la fonction adipogénique de ces peptides. Le but de cette thèse était d’étudier les effets 
périphériques de ces peptides sur la régulation de l’adipogenèse et de la mobilisation 
des TG au niveau des adipocytes. Plus particulièrement, nos études portent sur les 
mécanismes moléculaires impliqués dans la régulation de la lipolyse et l’accumulation 




Cette thèse sera présentée en 5 chapitres et les résultats seront présentés par 
articles. Nous introduirons les mécanismes de l’adipogenèse et la physiologie du tissu 
adipeux, dont la mobilisation (lipolyse) et le stockage (lipogenèse) des TG. Enfin, nous 
discuterons du rôle des neuropeptides, dont les QRFP, dans la régulation centrale de 
l’appétit, ce qui nous conduira à notre hypothèse de recherche et aux objectifs 
spécifiques de ce travail, de la présentation des résultats obtenus et de leur discussion. 
1. Le tissu adipeux 
1.1. Tissu adipeux blanc 
Chez les mammifères, il existe trois types de tissu adipeux, le tissu adipeux 
blanc le tissu adipeux brun et le tissu adipeux médullaire. Le tissu adipeux blanc 
représente près de 95 % de la masse adipeuse totale et 10 à 20 % du poids corporel. Le 
tissu adipeux blanc est une variété du tissu conjonctif qui se caractérise principalement 
par des cellules (adipocytes) contenant généralement une seule gouttelette lipidique 
(uniloculaire) occupant la majeure partie du cytoplasme et quelques mitochondries ainsi 
qu’un noyau qui est excentrique (Cinti, 2005) (figure 1A). En plus des adipocytes qui 
sont tassés les uns contre les autres pour former des lobules, le tissu adipeux blanc 
contient d’autres types cellulaires dont des cellules mésenchymateuses multipotentes, 
macrophages, préadipocytes, fibroblastes et cellules endothéliales. Ces cellules 
constituent la fraction stroma-vasculaire (FSV) (Prunet-Marcassus et al., 2006). 
Le tissu adipeux blanc est le siège du maintien de l’homéostasie des lipides, car 
en effet, les adipocytes blancs sont capables d’emmagasiner les AG et de les libérer lors 
d’un besoin par l’organisme (voir tableau I). Cependant, sa fonction ne se limite pas 
seulement un organe de stockage, puisqu’il est aussi un organe sécréteur. En effet, le 
tissu adipeux produit de nombreuses protéines appelées adipokines qui agissent soit de 
manière autocrine/paracrine soit de manière endocrine afin de réguler le métabolisme 
énergétique. Anatomiquement, chaque lobule est irrigué par des capillaires permettant, 




adipocytes et le transport d’adipokines par la circulation sanguine. La régulation de 
l’homéostasie lipidique est possible grâce à l’innervation sympathique et 
parasympathique du tissu. En effet, l’innervation sympathique contrôle la lipolyse via la 
libération d’adrénaline tandis que l’innervation parasympathique permet de réguler les 
fonctions endocrines et de stimuler les processus anaboliques (Kreier et al., 2002). Ainsi 
par exemple, le tissu adipeux viscéral est sensible aux effets de l’insuline, car il est le 
tissu qui exprime le plus de protéines de la voie de signalisation de l’insuline par 
comparaison au tissu adipeux sous-cutané (Laviola et al., 2006). La masse du tissu 
adipeux viscéral est positivement corrélée avec l’intolérance au glucose, la résistance à 
l’insuline et l’élévation des concentrations plasmatiques de TG et de cholestérol 
(Thorne et al., 2002). 
Le tissu adipeux est présent sous différentes formes de dépôts localisés dans 
différents sites anatomiques. On distingue les dépôts sous-cutanés (abdominal, glutéo-
fémoral), viscéral (omental, mésentérique, péri-rénal ou retropéritonéal, gonadique et 
péri-cardiaque) et intramusculaire (Figure 1B). Le dépôt de l’omentum est compris 
entre l’estomac et la rate jusqu’à l’abdomen ventral tandis que le dépôt mésentérique est 












Caractéristiques Tissu adipeux brun Tissu adipeux blanc 




Faible capacité de stockage 
















Sous-cutanée, abdominale, péricardique, 
cervicale, retropéritonéale 
Couleur Marron Blanc-jaune 




Système sympathique (++) et 
parasympathique (+) 
Microscopie 
Adipocyte Polygonal Polyédrique à sphérique 
Taille 15-60 m 25-200 m (hypertrophie) 
Noyau Central Refoulé à la périphérie 
Gouttelettes 
lipidiques 
Multiple, dispersées dans le 
cytoplasme 




Rares, petites, allongées 
Autres cellules Rares 
Macrophages, lymphocytes, cellules 
endothéliales, fibroblastes 
Tableau I. Différences anatomiques et fonctionnelles entre les tissus adipeux bruns et 






Figure 1 : Répartition des différents dépôts adipeux chez l’humain et schéma de 
l’adipocyte. Tiré de (Bjorndal et al., 2011). A) structure de l’adipocyte. B) Dépôts 
adipeux sous-cutané abdominal (a), omental (b), mésentérique (c), péri-rénal ou 
retropéritonéal (d), gonadique (e), péri-cardique (f), glutéo-fémoral (g), intramusculaire 






1.2. Tissu adipeux brun 
L’adipocyte brun contient plusieurs gouttelettes lipidiques (multiloculaires) et 
beaucoup plus de mitochondries (Figure 1A et tableau I, ci-haut). Son noyau, 
contrairement à l’adipocyte blanc, peut être centrique. Le tissu adipeux brun est très 
vascularisé, ce qui lui confère, avec le grand contenu en mitochondrie, sa couleur brun-
marron. Le tissu adipeux brun favorise la dissipation de l’énergie sous forme de chaleur, 
et est impliqué dans la thermogenèse adaptative sans frisson par opposition à la 
thermogenèse adaptative avec frisson qui est d’origine musculaire (Cannon & 
Nedergaard, 2004). La thermogenèse adaptative est provoquée par des 
changements environnementaux tels que le froid et la fièvre. La production de la 
chaleur par l’adipocyte brun est liée à l’activité de la protéine découplante (UCP-1, 
uncoupled protein 1) trouvée dans la membrane interne de la mitochondrie. Cette 
protéine favorise la rentrée des protons produits lors de la respiration mitochondriale (-
oxydation) de l’espace inter-membranaire vers la matrice mitochondriale. La diffusion 
de la chaleur produite dans l’organisme est facilitée par les nombreux vaisseaux 
sanguins qui irriguent le tissu adipeux brun. Mis à part cette vascularisation, le tissu 
adipeux brun est aussi innervé par le système sympathique qui régule la thermogenèse. 
Ainsi la libération d’adrénaline favorise, d’une part, la lipolyse des TG afin de générer 
des AG qui seront des substrats pour la production de la chaleur, et d’autre part, elle 
augmente l’expression de l’UCP-1 (Cannon & Nedergaard, 2004). Chez l’humain, le 
tissu adipeux brun est très exprimé chez le nouveau-né (1 à 5 % du poids corporel) et 
diminue progressivement à l’âge adulte (Virtanen & Nuutila, 2011). Chez le nouveau-
né, on retrouve le tissu adipeux brun au niveau cervical, médiatisnal et péri-rénal 
(Nedergaard et al., 2007). Chez l’adulte, il a été récemment rapporté la présence du 
tissu adipeux brun au niveau cervical, supra-claviculaire, sous-scapulaire ainsi qu’au 
niveau thoracique, dans les régions péricardique et médiatisnale (Gelfand et al., 2005; 
Sacks et al., 2009) (Figure 1). 
Récemment, un nouveau type de tissu adipeux brun, dit tissu adipeux beige a été 




les adipocytes beiges, mais le fait de les traiter par des 3-agonistes induit une 
augmentation de l’expression de l’UCP-1 et la thermogenèse (Wu et al., 2012a). Il 
s’avère que le tissu adipeux brun identifié chez l’humain adulte est en fait le tissu 
adipeux beige. Les adipocytes de ce tissu ne proviennent pas des myoblastes comme 
c’est le cas des adipocytes bruns (voir section différenciation), mais plutôt des 
adipoblastes (Wu et al., 2012a; Pisani et al., 2011). Les adipocytes beiges seraient des 
adipocytes blancs convertis en adipocytes capables de la thermogenèse et exprimant de 
la protéine UCP-1 (Pisani et al., 2011). Le groupe de Spiegleman a identifié une 
hormone musculaire, l’irisine, capable d’induire cette conversion (Wu et al., 2012a). 
1.3. Tissu adipeux médullaire 
Le tissu adipeux médullaire est principalement retrouvé dans la moelle osseuse. 
Il est plus approprié de parler d’adipocytes médullaires que de tissu adipeux, car en 
effet, ils font partie du stroma médullaire de la moelle osseuse (Laharrague et al., 1999). 
1.4. Différenciation adipocytaire 
L’adipogenèse est le processus par lequel certaines cellules d’origine 
mésenchymateuse se différencient d’abord en préadipocytes; puis, ces derniers se 
différencient en adipocytes. L’adipogenèse se divise en deux étapes, la première étant 
l’étape de la détermination qui consiste en l’engagement (ou conversion) des cellules 
souches multipotentes en des cellules préadipocytaires. Les préadipocytes sont des 
cellules qui ont perdu la capacité de se différencier en d’autres types cellulaires. La 
deuxième étape est le processus de différenciation des préadipocytes en adipocytes, qui 
est caractérisée par des changements séquentiels dans la transcription de certains gènes 
spécifiques qui déterminent le phénotype de l’adipocyte (blanc ou brun). Ceci implique, 
dans le cas de la différenciation des adipocytes blancs, une activation et une 
transactivation de plusieurs familles de facteurs de transcription dont SREBP-1c (sterol 
response element binding protein 1c), C/EBP (CCAAT-enhancer binding protein) et 
PPAR (peroxisome proliferator-activated receptor) suite à une stimulation hormonale 




Les adipocytes proviennent des cellules souches embryonnaires multipotentes 
mésenchymateuses ayant la capacité de se convertir en cellules mésodermiques de type 
adipoblastes (Zuk et al., 2002; Zuk et al., 2001), ostéoblastes (Ohsumi et al., 1991), 
chondroblastes (Awad et al., 2004) ou myoblastes (Mizuno et al., 2002). Les 
adipoblastes, qui sont des cellules unipotentes de la lignée adipogénique, peuvent être 
induits en préadipocytes (Zuk et al., 2002; Zuk et al., 2001). Les adipocytes blanc et 
brun proviennent de cellules progénitrices différentes. Ainsi, les adipocytes blancs 
proviennent des cellules mésodermiques de type adipoblaste tandis que les adipocytes  
bruns proviennent de cellules progénitrices de type myocyte qui expriment le facteur de 
transcription myogénique Myf5 (myogenic factor 5) (Timmons et al., 2007). La 
différenciation de ces cellules en adipocytes bruns est sous la régulation des facteurs de 
différenciation, dont BMP7 (bone morphogenetic protein 7) et PRDM 16 (PR-domain 
containing protein) qui régulent l’expression de PGC-1 (PPAR- coactivator) et UCP-1 
(Fruhbeck et al., 2009) (Figure 2). Ces deux facteurs de différenciation sont importants 
dans l’acquisition du phénotype d’adipocyte brun. En effet, des expériences ont montré 
d’une part, que l’inhibition de l’expression de PRDM 16 dans les cellules progénirices 
provenant des souris Myf5
+/+
 conduit à leur différenciation en myocytes (Seale et al., 
2008) et, d’autre part, la surexpression de BMP7 dans les préadipocytes induit leur 
différenciation en adipocytes bruns ainsi que l’expression de PGC-1, UCP-1 et même 
PRDM 16 (Tseng et al., 2008). Toutefois, la séquence dans l’expression de ces deux 





Figure 2: Origine des adipocytes des tissus adipeux blancs et bruns. Traduit et modifié 
de (Langin, 2010). BMP7 : bone morphogenetic protein 7, Myf5 : myogenic factor 5 et 
PRDM 16 : PR-domain containing protein. 
Les étapes de la différenciation en adipocytes blancs ont été déterminées chez 
les lignées cellulaires murines immortalisées telles que les préadipocytes 3T3-L1, 3T3-
F442A, 3T3-C2 et les Ob1771. Les cellules 3T3-L1 et 3T3–F442A sont des cellules 
clonales isolées de cellules 3T3 dérivées d’embryons de souris Swiss de 17 à 19 jours 
(Green & Kehinde, 1976; Green & Kehinde, 1975; Green & Meuth, 1974). Plusieurs 
lignées cellulaires et des cultures primaires des cellules isolées de la faction FSV ont été 
utilisées (Tableau II). Les cellules 3T3-L1 constituent le modèle cellulaire le plus étudié 
pour la compréhension du processus de différenciation adipocytaire. Ces cellules sont 
des préadipocytes unipotents de type fibroblastique (Figure 2). Dans ce modèle, la 




prolifération cellulaire, 2) l’arrêt de la croissance suite à la confluence, 3) l’expansion 
clonale suite à une induction hormonale (engagement) et 4) l’arrêt de la croissance et 
maturation (Figures 2 et 3). 
 
 









Agents d’induction Références 
Cellules ES Blastocytes de souris Acide rétinoïque (Dani et al., 
1997) 
CH3 10T1/2 Embryons de souris 5-azacytidine (Konieczny & 
Emerson, Jr., 
1984) 
TA1 Dérivées des cellules 10T1/2 
traitées avec  la 5-azacytidine 
(agent de déméthylation) 
10 % SVF, insuline et Dex (Chapman et 
al., 1984) 
3T3-L1 Dérivées des embryons 
désagrégés de souris de 17 à 
19 jours 
10 % SVF, insuline (fortes 
concentrations), MIX et 
Dex 
(Rubin et al., 
1978) 




Ob1771 Proviennent de cellules 
précurseures présentes dans 
le TA épididymaire des 
souris ob/ob  
8 % de SVF, insuline et T3 (Gharbi-Chihi 
et al., 1981) 
Cultures 
primaires 
Source/Âge Agents d’induction Références 
Rat Sous-cutané, épididymaire, 
retropéritonéal/nouveau-nés, 
âgés de 4 semaines ou 
adultes 
Insuline (en faibles 
concentrations avec 10 % 
de SVF ou en forte 
concentration, mais sans 
sérum) 
(Deslex et al., 
1987a; 
Gregoire et al., 
1990) 









(Deslex et al., 
1987b; Hauner 
et al., 1989) 
Tableau II. Principaux types  cellulaires utilisés dans les études de différenciation. 
Traduit et modifié de (Gregoire et al., 1998).SVF, Sérum de veau fœtal; MIX, 
methylisobutylxanthine; Dex, dexaméthasone; HDL, lipoprotéine de haute densité; T3, 
3,3’, 5-triiodothyronine; TA : tissu adipeux.  
La différenciation est initiée lorsque les préadipocytes en culture atteignent la 
confluence (contact), ce qui a pour conséquence l’arrêt de la prolifération cellulaire. Les 




prolifération lorsque les cellules sont en phase G1S est primordial à la différenciation. 
En effet, il a été montré que d’une part, des cultures primaires de préadipocytes 
peuvaient se différencier sans atteindre la confluence, car ces cellules sont en phase 
G1S. D’autre part, des préadipocytes 3T3-F442A mis en suspension après avoir atteints 
la confluence parvennaient aussi à se différencier (Pairault & Green, 1979). 
L’ajout d’agents d’induction dans le milieu de culture (Tableau II) permet aux 
cellules d’entrer dans un autre cycle cellulaire de 24 à 36 heures appelé expansion 
clonale mitotique pendant lequel ces cellules font deux mitoses après avoir atteint la 
confluence (Bernlohr et al., 1985; Scott et al., 1982).. Cette division cellulaire est 
nécessaire afin de permettre aux différents facteurs de transcription d’accéder à l’ADN 
et d’initier la transcription des gènes adipogéniques (Scott et al., 1982). Des études ont 
montré que l’inhibition de la synthèse de l’ADN lors de l’expansion clonale prévient la 
différenciation des préadipocytes 3T3-F442A et Ob1771 en adipocytes (Kuri-Harcuch 
& Marsch-Moreno, 1983; Amri et al., 1986). En bloquant la réplication de l’ADN avec 
la cytosine arabinoside, un agent intercallant de l’ADN, une diminution de 95 % de la 
réplication de l’ADN et une inhibition de la conversion en adipocytes ont été observés 
(Kuri-Harcuch & Marsch-Moreno, 1983). L’étape de l’expansion clonale s’accompagne 
aussi d’une activation des gènes impliqués dans la synthèse de novo de TG (détaillée 
dans la section 2.1) avec, comme conséquence, l’apparition de petites gouttelettes 
lipidiques (Kuri-Harcuch & Marsch-Moreno, 1983).  
D’un point de vue moléculaire, la différenciation se traduit par l’expression des 
gènes dits adipogéniques qui permettent à la cellule de remplir sa fonction, à savoir la 
régulation du métabolisme lipidique. Ainsi par exemple l’expression des gènes dont les 
protéines sont impliquées dans le transport d’AG ne sont pas exprimés dans les 
préadipocytes, mais sont présents dans des adipocytes matures. Certains gènes tel que 
ceux exprimant des protéines de la lipogenèse de novo (LDN) atteignent le maximum de 
leur expression durant les premières étapes de la différenciation (engagement) et sont 
par la suite soit réprimés soit diminués. De manière générale, l’expression de ces gènes 




hormones telles que l’insuline, les hormones thyroïdiennes et l’hormone de croissance. 
Dans les sections suivantes, nous énumèrerons les facteurs de transcription importants 
ainsi que les hormones régulant la différenciation des adipocytes blancs. 
1.4.1. Facteurs de transcription régulant la différenciation des 
adipocytes blancs 
Plusieurs familles de facteurs de transcription ayant des modes d’activation 
différents jouent des rôles-clés dans le processus de différenciation adipocytaire en 
régulant l’expression de gènes spécifiques permettant à l’adipocyte de remplir ses 
fonctions dans le métabolisme lipidique. Ces facteurs incluent les facteurs de 
transcription C/EBP-, - et -, SREBP-1c et les récepteurs nucléaires PPAR-2 et -. 
Ces trois familles de facteurs sont les plus importantes dans le processus de 
différenciation et agissent de façon synergique et séquentielle dans la transcription des 
gènes adipogéniques. Toutefois, c’est le récepteur nucléaire PPAR-2 qui est l’élément 
central dans la différenciation du tissu adipeux blanc, car il régule la transcription d’un 
grand nombre de gènes. Dans cette section nous décrirons les caractéristiques des 
principaux facteurs de transcription et de quelques autres facteurs impliqués dans le 
processus de différenciation des adipocytes blancs. 
1.4.1.1. PPAR-   
Les PPAR (Peroxisome proliferator-activated receptor ou récepteurs activées 
par les proliférateurs de peroxisome) sont des récepteurs nucléaires activés par les 
ligands de nature lipidique tels les acides hydroxyoctadécadiénoïque-9 et -13, (9- et 13-
HODE) (Nagy et al., 1998). Trois isotypes PPAR ont été identifiés et présentent un 
profil d’expression tissulaire différent. Ainsi le PPAR- est plus exprimé au niveau du 
foie, tissu adipeux brun, muscle squelettique et cœur où il participe au catabolisme des 
AG (Auboeuf et al., 1997). Le PPAR- est exprimé dans les tissus capables de 
mobiliser les lipides tels que le tissu adipeux, le petit intestin, le cœur et le muscle 
squelettique (Braissant et al., 1996; Bastie et al., 1999). Dans le tissu adipeux, le PPAR-




augmenté même après l’atteinte de la confluence. Il favorise l’expression de PPAR- 
dans les préadipocytes traités avec l’acide linoléique (Bastie et al., 1999). Le PPAR- 
présente 2 isoformes, PPAR-γ1 et PPAR-γ2, produites suite à l'activation de promoteurs 
alternatifs au niveau du même gène et par épissage différentiel du transcrit. PPAR-γ1 
est hautement exprimé dans le tissu adipeux, le côlon et, moindrement au niveau du 
muscle, foie, cœur et rein, tandis que PPAR-γ2 est exprimé uniquement dans le tissu 
adipeux (Kubota et al., 1999; Tontonoz et al., 1994). Au niveau du tissu adipeux, le 
PPAR- régule l’expression de plusieurs gènes dont le Fat/Cd36 (fatty acid 
translocase : facilitateur du transport d’acides gras), l’Acs (Acyl-CoA synthetase), et 
l’Albp (adipocyte lipid binding protein) (Michalik & Wahli, 1999). L’activité des 
PPAR- est spécifiquement induite par les composés antidiabétiques, les 
thiazolidinediones (TZD) et par les ligands naturels tels que la 15-désoxy-12-14-
prostaglandine J2 (15d-PGJ2) (Kliewer et al., 1995; Forman et al., 1995) et les acides 9- 
et 13-HODE (Marx et al., 1999). 
Le PPAR- est induit pendant l’expansion clonale et atteint un niveau maximal 
lorsque la différenciation est terminée. L’expression de PPAR- induit l’arrêt de la 
croissance lors de l’expansion clonale des préadipocytes (Altiok et al., 1997). Le rôle de 
PPAR-2 dans la régulation de l’adipogenèse a été démontré par des expériences de 
perte et de gain de fonctionnalité. La déficience en PPAR- chez les souris est létale au 
stade embryonnaire (Barak et al., 1999; Rosen et al., 1999). L’induction de la 
différenciation de fibroblastes embryonnaires ou de cellules souches embryonnaires de 
souris déficientes en PPAR-2 n’était pas possible in vitro (Rosen et al., 1999; Barak et 
al., 1999). Par contre, les souris déficientes en PPAR- spécifiquement au niveau du 
tissu adipeux sont viables mais présentent une lipodystrophie (He et al., 2003). Il en est 
de même pour les souris hétérozygotes (PPAR-+/-) qui présentent une diminution de la 
masse adipeuse et une diminution de la taille des adipocytes (Kubota et al., 1999). Les 
travaux de Chawla et ses collaborateurs ont montré qu’un ligand non sélectif du PPAR 
(WY14,643, ligand de PPAR- et -), même sans ajout du cocktail de différenciation, 




traitement (Chawla & Lazar, 1994; Chawla et al., 1994). Ces observations sont 
accompagnées d’une hausse importante des niveaux d’expression de PPAR-. Le 
traitement de cultures primaires de préadipocytes humains provenant du tissu adipeux 
sous-cutané par la troglitazone, une thiazolidinedione (TZD) ou le 15d-PGJ2 sur induit 
leur différenciation en adipocytes (Adams et al., 1997). Par contre, lorsque l’activité 
transcriptionnelle de PPAR- est réduite par la surexpression d’un dominant négatif 
dans les préadipocytes, une inhibition de la différenciation induite par les TZDs est 
observée (Gurnell et al., 2000). À l’opposé, la surexpression de PPAR-2 dans les 
préadipocytes de la lignée de NIH-3T3 augmente leur différenciation en adipocytes en 
présence des ligands de PPAR- et de stimuli hormonaux (dexaméthasone, 
isobutylméthylxanthine et insuline) (Tontonoz et al., 1994).   
1.4.1.2. Les C/EBPs  
Les facteurs de transcription C/EBPs font partie de la superfamille bZIP (basic 
leucine zipper) comprenant un domaine de liaison à l’ADN (région basique) et un 
domaine de dimérisation (motif de leucine zipper) dans la partie C-terminale, ainsi 
qu’un domaine d’activation de la transcription dans la partie N-terminale. Six membres 
de la famille des facteurs de transcription C/EBPs ont été identifiés et les adipocytes en 
expriment trois, soit les C/EBP-, - et - (Darlington et al., 1998). Leur expression 
varie dans le temps pendant la différenciation (Cao et al., 1991). Ainsi, les facteurs de 
transcription C/EBP- et - sont exprimés précocement pendant la différenciation, juste 
après la stimulation hormonale tandis que le C/EBP- est exprimé tardivement (Yeh et 
al., 1995; Cao et al., 1991). Le facteur C/EBP- est responsable de la transcription de 
certains marqueurs adipocytaires, tels que le transporteur du glucose (GLUT-4) 
(Kaestner et al., 1990), la phosphoénolpyruvate carboxykinase (PEPCK), le récepteur 
de l’insuline (McKeon & Pham, 1991) et la leptine (Hwang et al., 1996).  
1.4.1.2.1. Les C/EBP- et - dans l’initiation de la différenciation 
Les C/EBP- et - sont exprimés de façon précoce au cours de la différenciation 




C/EBP- et - était induite immédiatement, tandis que celle du C/EBP- était retardée 
de 3 à 4 jours, après l’initiation de la différenciation (Cao et al., 1991). Les ARNm de 
C/EBP- et - augmentent de manière transitoire au cours de la différenciation dans les 
préadipocytes, avec une expression maximale 2 jours après le début de la 
différenciation. Cependant, 4 jours suivant le début de la différenciation, l’expression de 
C/EBP- est réduite de 50 % tandis que celle de C/EBP- est fortement réduite, voire 
nulle (Cao et al., 1991). Cet évènement coïncide avec l’induction de l’expression de 
C/EBP- (Lane et al., 1999). Des études ultérieures ont montré que C/EBP- et - 
étaient responsables de l’induction de l’expression de C/EBP- et de PPAR- (Yeh et 
al., 1995; Zhu et al., 1995; Clarke et al., 1997).  
Des études in vitro ont montré que l’expression de C/EBP- et de C/EBP- 
augmente en réponse à la dexaméthasone (Dex) et au méthylisobutylxanthine (MIX), 
respectivement (Wu et al., 1996; Yeh et al., 1995). En effet, la surexpression de C/EBP-
 dans les préadipocytes NIH-3T3, en présence d’un cocktail d’induction ne contenant 
pas de MIX, induit fortement la différenciation de ces cellules (Wu et al., 1996). Ceci 
s’accompagne d’une augmentation de l’expression de PPAR- (Wu et al., 1995). Dans 
les préadipocytes 3T3-L1, la surexpression de C/EBP- seule, et non celle de C/EBP-, 
est suffisante pour induire la différenciation de ces cellules en l’absence de Dex et MIX 
(Yeh et al., 1995). Ceci suggère que C/EBP- joue un rôle mineur dans la 
différenciation tandis que le C/EBP- est essentiel. 
Le rôle de C/EBP- et  dans l’initiation de la différenciation a aussi été montrée 
par des études de perte de fonctionnalité. Les souris déficientes en C/EBP- ne 
survivent que quelques semaines après leur naissance et présentent une lipodystrophie 
(Tanaka et al., 1997). Les préadipocytes provenant des embryons des souris C/ebp--/- 
ne se différencient pas en présence du cocktail inducteur et présentent des faibles 
niveaux d’expression de PPAR- et de C/EBP- par comparaison aux préadipocytes 
embryonnaires de souris de type sauvage (Tanaka et al., 1997). Les souris double 
déficientes en C/EBP- et C/EBP- ont un faible taux de survie et présentent une masse 




(Tanaka et al., 1997). Les fibroblastes embryonnaires isolés de ces souris ne se 
différencient pas et n’expriment pas de PPAR- et de C/EBP-.  
1.4.1.2.2. Le C/EBP- dans la régulation de la différenciation 
Différentes approches ont montré le rôle de C/EBP- dans la différenciation 
adipocytaire notamment dans la régulation de l’expression des gènes impliqués dans la 
maturation et dans la réponse à l’insuline (Kaestner et al., 1990; Christy et al., 1989; 
Lane et al., 1996). Dans les 3T3-L1 et les NIH-3T3 adipocytes, le C/EBP- régule 
l’activité des promoteurs de la leptine (Hwang et al., 1996), du GLUT4 (Kaestner et al., 
1990), de la stéaryol-CoA désaturase (SCD1) et du récepteur de l’insuline (McKeon & 
Pham, 1991). En inhibant l’expression de C/EBP- par l’utilisation d’ARN antisens, la 
différenciation des préadipocytes 3T3-L1 est considérablement réduite ainsi que 
l’accumulation des lipides et l’expression des marqueurs spécifiques (Lin & Lane, 
1992). Par contre, la surexpression de ce facteur de transcription chez des fibroblastes 
de différentes lignées cellulaires induit leur différenciation en l’absence de stimulateurs 
hormonaux (Freytag et al., 1994; Lin et al., 1993).  
Le rôle du facteur de transcription C/EBP- dans la maturation des adipocytes a 
été défini suite à des observations faites chez des souris déficientes en C/EBP-. Ces 
dernières meurent 8 heures après la naissance des suites d’une hypoglycémie, et 
présentent une lipodystrophie caractérisée par une absence d’accumulation de lipides au 
niveau du tissu adipeux (Wang et al., 1995). Une administration de glucose permet 
toutefois à ces souris de survivre jusqu’à 36 heures après leur naissance. Les 
observations morphologiques des adipocytes des souris déficientes en C/EBP- révèlent 
que ces cellules ne possèdent pas de gouttelettes lipidiques. Anatomiquement, ces souris 
ne possèdent pas de de tissu adipeux blanc. Cependant, in vitro, les préadipocytes des 
souris déficientes en C/EBP- se différencient normalement en adipocytes en présence 
de ligands de PPAR, seulement lorsqu’on surexprime le PPAR-, car ces cellules n’ont 
pas de PPAR- endogène (Wu et al., 1999). Une autre particularité de ces adipocytes est 




et l’expression du récepteur de l’insuline est fortement réduite (Wu et al., 1999). Des 
études récentes, chez des souris dont le C/EBP- a été aboli après la naissance, ont 
montré une diminution de la masse du tissu adipeux blanc, confirmant ainsi le rôle de 
C/EBP- dans la maturation des adipocytes (Yang et al., 2005). Dans les adipocytes 
blancs, C/EBP- et le PPAR- agissent de façon synergique pour induire la 
transcription des gènes codant pour les protéines impliquées dans le maintien du 
phénotype adipocytaire (Shao & Lazar, 1997; Tontonoz et al., 1994).  
Contrairement aux C/EBP- et -, qui sont abondamment exprimés pendant la 
phase d’expansion clonale, le C/EBP- est exprimé après l’arrêt de cette phase. En 
effet, C/EBP- possède une activité anti-mitotique en favorisant l’expression de 
l’inhibiteur de la kinase cycline-dépendante (CKI ou p21), inhibiteur d’une enzyme 
importante dans le déclenchement du cycle cellulaire (Timchenko et al., 1996; Cram et 
al., 1998). L’augmentation de l’expression de p21 conduit à l’inhibition de la 
phosphorylation du suppresseur de la protéine du rétinoblastome (pRB) permettant ainsi 
aux cellules de sortir de la phase G1 du cycle cellulaire (Hiebert et al., 1992). En effet, 
lorsque C/EBP- est exprimé dans les préadipocytes, il prévient la mitose post-
confluence (Umek et al., 1991). 
1.4.1.3. SREBP-1c  
Le SREBP-1c ou ADD1 (adipocyte determination and differentiation factor 1) 
fait partie de la famille de facteurs de transcription hélice-boucle-hélice. Les SREBPs 
sont codés par 2 gènes, SREBP-1 et SREBP-2. Un épissage alternatif de SREBP-1 
conduit à l’expression de deux isoformes, SREBP-1a et -1c (Shimomura et al., 1998). 
Dans les adipocytes, le SREBP-1c induit la transcription des gènes tels que l’ACC-1 
(acetyl-CoA carboxylase) et la FAS (fatty acid synthetase), impliqués dans la 
biosynthèse de novo des triglycérides (Shimomura et al., 1998). 
L’expression de SREBP-1c est détectée 24 heures après l’initiation de la 
différenciation par des stimuli hormonaux et elle s’accompagne d’une induction de 




Toutefois, la surexpression de SREBP-1c dans ces cellules n’est pas suffisante pour les 
convertir en adipocytes (Kim & Spiegelman, 1996). Par contre la surexpression d’un 
dominant négatif dans les préadipocytes inhibe la différenciation, en particulier la LDN 
nécessaire à la formation de premières gouttelettes lipidiques (Kim & Spiegelman, 
1996). L’expression et l’activation de SREBP-1c ne sont pas seulement nécessaires à 
l’induction de la LDN, mais régulent l’activité transcriptionnelle de PPAR-. En fait, il 
a été suggéré que le SREBP-1c régule l’activation de PPAR- en induisant la production 
des ligands des PPAR- (Kim et al., 1998b). Au-delà de la régulation de l’activité des 
PPAR-, l’activité du SREBP-1c augmente la transcription des PPAR- dans les 
préadipocytes 3T3-L1 (Fajas et al., 1999). 
1.4.2. Autres facteurs impliqués dans la régulation de l’adipogenèse 
1.4.2.1. Les facteurs de transcription STAT  
La famille des facteurs de transcription STAT (signal transducers and activators 
of transcription) comprend 7 protéines qui sont activées par phosphorylation sur des 
résidus tyrosine en réponse à la stimulation des récepteurs dont les récepteurs des 
cytokines et de l’hormone de croissance (HC). L’activation des STATs conduit à leur 
translocation au noyau où ils lient l’ADN et régulent la transcription. Les STAT1, -3 et -
5 sont présents dans les préadipocytes et les adipocytes, mais seule l’expression de 
STAT1, -5A et -5B augmente fortement lors de la différenciation (Stephens et al., 1996; 
Stewart et al., 1999; Harp et al., 2001). L’inhibition des STAT5A avec des 
oligonucléotides inhibe la différenciation induite par l’HC chez les cellules 3T3-F442A 
(Yarwood et al., 1999). À l’opposé, la surexpression de STAT5A induit la 
différenciation en absence d’HC (Shang & Waters, 2003). Par contre, la surexpression 
de STAT5B n’induit pas la différenciation en adipocytes des cellules NIH-3T3 (Floyd 
& Stephens, 2003). L’expression des STAT5 est observée après l’ajout du cocktail de 
différenciation et elle précède l’expression de  de PPAR- chez les 3T3-L1 
préadipocytes (Baugh, Jr. et al., 2007; Floyd & Stephens, 2003). En effet, il a été 




promoteur du gène de PPAR-, augmentant ainsi l’activité transcriptionnelle de PPAR- 
(Kawai et al., 2007). 
1.4.2.2. Les facteurs Wnt 
Les facteurs Wnt sont des protéines de signalisation sécrétées et qui agissent de 
façon autocrine/ou paracrine afin de réguler la croissance et la différenciation cellulaire 
(Cadigan & Nusse, 1997; Logan & Nusse, 2004). Les voies de signalisation induites par 
les Wnts via les récepteurs frizzled impliquent une inhibition de la GSK-3β (glycogen 
synthase kinase) qui est localisée dans un complexe multi-protéique comprenant la β-
caténine (Logan & Nusse, 2004). Au niveau moléculaire, l’activation de GSK-3β 
conduit à la phosphorylation et à la dégradation de la β-caténine tandis que son 
inhibition conduit à la translocation de la β-caténine dans le noyau (Behrens et al., 
1998). Wnt10b est très exprimé dans les préadipocytes, mais son expression décline 
rapidement avec l’initiation de la différenciation (Bennett et al., 2002). Wnt10b jouerait 
un rôle dans le maintien des cellules au stade non-différentié via la voie Wnt/β-caténine 
(Ross et al., 2000). En effet, une surexpression de Wnt, ou une mutation de la β-
caténine au site de phosphorylation de GSK-3β, ou encore une inhibition de l’activité de 
GSK-3β conduisent à une inhibition de la différenciation des préadipocytes, caractérisée 
par l’inhibition de l’expression de PPAR- et C/EBP- (Ross et al., 2000; Bennett et al., 
2002). La répression complète de β-caténine au premier jour d’induction de la 
différentiation coïncide avec l’induction de l’expression de C∕EBP-β et de PPAR-γ 
(Moldes et al., 2003). Il a été démontré que la surexpression de PPAR-γ inhibe 
l’expression de β-caténine dans les cellules 3T3-L1, ce qui conduit à l’induction de la 
différentiation (Moldes et al., 2003).  
1.4.2.3. Les facteurs de transcription KLF 
Les facteurs de transcription KLF (Krüppel-like factor) sont des régulateurs 
transcriptionnels de la liaison à l’ADN et jouent un rôle dans la régulation de la 
prolifération, de la différentiation et du développement cellulaire. Dans la 




4, -5 et -15 jouent des rôles différents, mais tout aussi importants. KLF-2 est très 
exprimé dans les préadipocytes et une surexpression constitutive inhibe l’expression de 
PPAR-γ sans affecter l’expression de C/EBP-β et –δ. Cette inhibition de l’expression est 
due au fait que KLF-2 inhibe l’activité du promoteur de PPAR-γ2 (Banerjee et al., 
2003). KLF-3 réprime l’adipogenèse en recrutant des corépresseurs au C/EBP- (Sue et 
al., 2008). KLF-4 active la différenciation en transactivant le promoteur de C/EBP- 
(Birsoy et al., 2008). Son expression est détectée dans les 30 minutes suivant l’ajout du 
cocktail inducteur dans les cellules 3T3-L1 (Birsoy et al., 2008). KLF-5 est requis pour 
la différenciation et son expression dans les préadipocytes est induite dans les premières 
phases de la différentiation. Son expression est induite par C/EBP-β et –δ et agit de 
concert avec ces derniers afin d’activer le promoteur de PPAR-γ (Oishi et al., 2008; 
Oishi et al., 2005). Contrairement aux autres KLF, l’expression de KLF-15 n’est pas 
transitoire, mais elle est augmentée durant la différentiation des 3T3-L1 en adipocytes. 
Son inhibition, soit par l’utilisation d’un dominant négatif, soit par l’utilisation d’ARNi, 
réduit l’expression de PPAR-γ (Mori et al., 2005) et bloque l’adipogenèse et 
l’accumulation des lipides (Nagare et al., 2011). KLF-15 et C/EBP-α agissent en 
synergie afin d’augmenter l’activité du promoteur de PPAR-γ2 (Mori et al., 2005; 
Nagare et al., 2011). 
1.4.2.4. Les facteurs de transcription GATA2 et GATA3 
Les facteurs de transcription GATA2 et GATA3 sont des protéines en forme de 
doigts de zinc exprimées dans les préadipocytes dont l’expression diminue pendant la 
maturation des adipocytes. L’expression constitutive de GATA2 et GATA3 inhibe la 
différenciation et maintient les cellules sous forme de préadipocytes. Ceci est dû au fait 
qu’ils réduisent l’activité du promoteur de PPAR- (Tong et al., 2000). De plus il a été 
observé une diminution de l’expression de GATA2 et GATA3 dans le tissu adipeux 
blanc des souris génétiquement obèses (Tong et al., 2000). Ces protéines inhibent 
C/EBP- et - en formant un complexe avec ces protéines, permettant ainsi pour 
inhiber la différenciation et de maintenir des cellules 3T3-F442A et NIH-3T3 au stade 




1.4.2.5. Facteur-1 des préadipocytes (Pref-1) 
Le Pref-1 (preadipocyte facteur-1) est une protéine transmembranaire de la 
famille des protéines ayant des domaines répétés EGF-like (facteur de croissance de 
l’épiderme). Il est exprimé de façon constitutive dans les préadipocytes en prolifération, 
ce qui permet leur maintien sous cette forme (Smas & Sul, 1996; Smas & Sul, 1993). 
Lors de la différenciation des 3T3-L1, l’expression de Pref-1 est complètement inhibée 
(Smas & Sul, 1996). Les souris déficientes en Pref-1 développent une obésité et 
présentent un retard de croissance (Moon et al., 2002). Au contraire, les souris 
transgéniques exprimant Pref-1 dans le tissu adipeux présentent une masse adipeuse 
réduite par comparaison aux souris témoins (Lee et al., 2003). 
1.4.2.6. Le facteur de transcription Egr2 (Krox20) 
Egr2 (early growth response 2) est un autre facteur de transcription ayant un 
motif en doigt de zinc qui n’est pas exprimé dans les cellules 3T3-L1 différenciées, 
mais qui est exprimé transitoirement dans les préadipocytes 3T3-L1 après une induction 
hormonale (Chen et al., 2005). La surexpression dans les préadipocytes 3T3-L1 conduit 
à une initiation de la différenciation sans traitement hormonal coïncidant avec 
l’expression et la transactivation du promoteur de C/EBP-β (Chen et al., 2005). En fait 
Egr2 s’associe avec KLF-4 pour lier le promoteur de C/EBP- et permettre son 
expression (Chen et al., 2005). 
1.4.2.7. Les facteurs de transcription FOX 
Les facteurs de transcription FOX (Forkhead Box) jouent un rôle dans le 
processus de différenciation en activant ou en réprimant d’autres facteurs de 
transcription (Carlsson & Mahlapuu, 2002). Trois membres de la famille Fox dont 
FoxA2, FoxO1 et FoxC2 sont impliqués dans le processus de différenciation. FoxA2 
inhibe la différenciation en induisant l’expression de Pref-1 (Boney et al., 1996). 
L’expression de FoxO1 diminue pendant la différenciation adipocytaire et cette 
diminution coïncide avec l’expression de PPAR- et C/EBP- et avec la fin de 




expression constitutive de cette protéine dans les préadipocytes 3T3-L1 bloque la 
différenciation en inhibant l’expression des gènes régulés par PPAR- (Davis et al., 
2004), en réduisant l’expression de C/EBP- et en induisant l’expression de Wnt10b 
(Gerin et al., 2009). L’expression d’un dominant négatif induit la différenciation des 




Figure 4: Facteurs influençant la différenciation des préadipocytes en adipocytes. Tiré et 
modifé de (Lefterova & Lazar, 2009). C/EBP : CCAAT-enhancer binding protein; Fox : 
Forkhead Box; KLF: Krüppel-like factor; Krox20 ou Egr2 : early growth response 2, 





1.4.3. Hormones et autres facteurs régulant l’adipogenèse 
Le processus de différenciation requiert certains facteurs exogènes qui sont, soit 
des hormones, soit des cytokines soit des facteurs de croissance, et qui exercent un 
contrôle sur l’initiation de la différenciation adipocytaires (Hausman et al., 2001; 
Morrison & Farmer, 2000). Ces facteurs exercent leurs contrôles soit en accélérant la 
différenciation soit en l’inhibant (Tableau III). Les études in vitro sur des modèles 
cellulaires ont permis de comprendre leurs modes d’action. De manière générale, leurs 
actions se traduisent par la modulation de certains facteurs de transcription énumérés ci-
haut.  
 Facteurs pro-adipogéniques Facteurs anti-adipogéniques 
Hormones Hormone de croissance (Yarwood et 
al., 1999), Prolactine (Nanbu-Wakao 
et al., 2000) 
Insuline (Kim et al., 1998a), T3 
(Ying et al., 2007) 
Glucocorticoïdes (Wu et al., 1996) 
Prostaglandine J2 (Kliewer et al., 
1995) 
Angiotensinogène (Jones et al., 
1997) 
Déhydroépiandrostérone  
(DHEA) (Rice et al., 2010) 
Endothéline (Bhattacharya & 
Ullrich, 2006) 
Résistine  
Prostaglandines F2α (Chang et 
al., 2012)   
Angiotensine II (Janke et al., 




IGF1 (insulin-like growth factor 1)  
LIF (leukaemia inhibitory factor)  
FGF10 (fibroblast growth factor 10)  
BMPs  
MCSF (macrophage colony 
stimulating factor)  
Adiponectine 
EGF (epidermal growth factor)  
PDGF (plateled-derived growth 
factor)  
TGF-α et β (transforming growth 
factor)  
bFGF (basic fibroblast growth 
factor)  
TNF-α  
Interleukine 1, 6 et 8, Interféron γ 
Molécules de 
signalisation 
AMPc, H202 (à faibles doses)  
Ras et Erk1 et 2 (à un stade précoce 
et transitoire)  
MAP Kinase p38  
Phosphatidy-inositol 3-kinase  
Protéine kinase B 
Protéine kinase C  
MAP kinase Erk1 et 2 (à un stade 
tardif)  
AMP-activated protein kinase 
(AMPK)  
c-Jun amino-terminal kinases 
(JNK) 





1.4.3.1. Les glucocorticoïdes 
Les glucocorticoïdes activent l’expression de C/EBP- (Cao et al., 1991) et 
PPAR- (Wu et al., 1996) via leur récepteur nucléaire présent dans les préadipocytes 
humains (Joyner et al., 2000). Chez les cellules NIH-3T3 et 3T3-L1, l’ajout de la 
dexaméthasone conduit à la répression de l’expression de Pref-1 et à l’activation de 
l’expression de C/EBP- et -, qui sont nécessaires à la transactivation de PPAR- 
(Smas et al., 1999; Wu et al., 1996; MacDougald et al., 1994). Les mécanismes d’action 
des glucocorticoïdes sur la différenciation dépendent de la 11-HSD1 (11--
hydroxysteroid dehydrogenase type 1), une enzyme qui convertit la cortisone 
(inactive) en cortisol (actif) (Masuzaki et al., 2001; Morton et al., 2004; Stewart & 
Tomlinson, 2002). Autant les préadipocytes que les adipocytes expriment cette enzyme 
(Napolitano et al., 1998). La déficience de cette enzyme dans le tissu adipeux blanc de 
souris entraine une réduction de l’adiposité (Stewart & Tomlinson, 2002). In vitro, 
l’inhibition de l’activité de 11-HSD1 par une approche pharmacologique ou par une 
approche d’ARN interférents (ARNsi) chez les préadipocytes 3T3-L1 bloque leur 
différenciation (Liu et al., 2007; Kim et al., 2007).   
1.4.3.2. L’insuline et l’IGF-1 (insulin growth factor-1) 
L’insuline est une hormone importante dans le processus de différenciation, car 
elle permet l’induction d’une série de facteurs de transcription, notamment le SREBP-
1c et le PPAR- (Kim et al., 1998a). L’action de l’insuline dans l’induction de 
l’adipogenèse se fait via l’activation du récepteur de l’IGF-1 exprimé dans les 
préadipocytes (Rubin et al., 1978; Smith et al., 1988). L’ajout de l’insuline dans le 
milieu après la période d’induction conduit à l’accumulation de lipides dans les 
adipocytes. Ceci est dû au fait que l’insuline est un puissant inducteur de la LDN en 
favorisant l’internalisation du glucose (voir section 1.4.1) et l’expression d’enzymes 
lipogéniques tels que la FAS (Kim et al., 1998a), la SCD-1 (stearoyl-CoA desaturase) 
(Shimomura et al., 1998; Chong et al., 2008), la ACS (acetyl-CoA synthetase) 
(Shimomura et al., 1992). Lors de l’initiation de la différenciation, l’ajout de l’insuline 




3 qui, elle, va permettre phosphoryler le C/EBP- Cette phosphorylation correspond à 
une augmentation de son activité transcriptionnelle dans les préadipocytes 3T3-L1 
(Tang et al., 2005). Ceci favorise l’entrée des cellules dans la phase de l’expansion 
clonale (Tang et al., 2003; Prusty et al., 2002; Zhang et al., 1996). 
1.4.3.3. L’hormone de croissance 
L’HC est une composante majeure du sérum bovin utilisé dans la différenciation 
des lignées cellulaires (Nixon & Green, 1984). Elle exerce un effet anti-prolifératif et 
favoriserait la conversion des préadipocytes de différentes lignées en adipocytes 
(Yarwood et al., 1999; Doglio et al., 1986; Catalioto et al., 1992). Il a été démontré que 
l’HC initie l’adipogenèse chez les cellules 3T3-F422A en activant la voie Jak-2 (Janus 
kinase)/STAT5 (Yarwood et al., 1999). En effet, le fait de bloquer cette voie dans les 
préadipocytes, soit par l’utilisation d’oligonucléotides antisens contre Jak-2 et STAT5 
(Yarwood et al., 1999), soit par l’expression d’un mutant de STAT5A (Kawai et al., 
2007), inhibe la différenciation en conséquence d’une réduction de l’expression de 
PPAR-. Contrairement aux préadiocytes de lignée cellulaire, l’HC inhibe la 
différenciation des préadipocytes primaires de rat et humain tout en simulant la 
prolifération (Wabitsch et al., 1996). En fait, dans ces cellules, l’HC ne favorise pas 
l’arrêt de l’expansion clonale nécessaire à l’initiation de la différenciation. 
1.4.3.4. L’hormone thyroïdienne 
La triiodothyronine (T3) est la forme la plus active des hormones thyroïdiennes 
tandis que la lévothyroxine (T4 ou L-thyroxine) est la plus abondante en circulation. La 
déiodation de la T4 dans le tissu soit par la déiodinase de type I ou II (DI ou DII) 
produit du T3. Il a été montré que l’expression chez les préadipocytes 3T3-L1 du 
dominant négatif du récepteur TR-a1 de la T3 bloque la différenciation et réprime 




1.4.3.5.  L’AMPc 
Dans les études utilisant les lignées cellulaires, le MIX, un inhibiteur non sélectif 
des phosphodiestérases, est utilisé pour augmenter les niveaux intracellulaires de 
l’AMPc. Comme nous l’avons déjà mentionné, le MIX induit l’expression du C/EBP- 
(Cao et al., 1991) et du PPAR- (Hansen et al., 2001) lors de l’initiation de la 
différenciation. L’augmentation des niveaux intracellulaires de l’AMPc conduit aussi à 
l’activation du facteur de transcription dépendant de l’AMPc, le CREB, qui joue un rôle 
important dans l’adipogenèse (Reusch et al., 2000). En effet, l’expression d’une forme 
de dominant négatif de CREB dans les préadipocytes 3T3-L1 bloque leur 
différenciation initiée avec le cocktail d’induction, tandis que l’expression d’une forme 
constitutivement active est suffisante à elle seule pour induire la différenciation (Reusch 
et al., 2000; Zhang et al., 2004a). 
1.4.3.6.  Le facteur nécrosant des tumeurs (TNF-) 
Le TNF- joue un rôle dans le métabolisme des lipides notamment en régulant 
l’adipogenèse des préadipocytes, la lipogenèse et la lipolyse des adipocytes. Il a été 
démontré, dans des adipocytes murin et humain, que le TNF- diminue l’expression de 
PPAR- et C/EBP-, inhibant ainsi l’adipogenèse (Xing et al., 1997; Williams et al., 
1992). Outre le fait qu’il inhibe l’activité de PPAR-, le TNF- bloque l’engagement 
des cellules souches à devenir des préadipocytes (Xing et al., 1997). Les souris Tnf--/- 
nourries avec une diète normale gagnent du poids, principalement de la masse adipeuse. 
La surexpression de TNF- dans le tissu adipeux de ces souris prévient l’augmentation 
de cette adiposité (Xu et al., 2002). 
1.4.3.7.  L’acide rétinoïque 
À des concentrations supraphysiologiques (0.1 à 10 mM), l’acide rétinoïque 
inhibe la différenciation des lignées cellulaires et des cellules primaires (Dimaculangan 
et al., 1994; Suryawan & Hu, 1997). Ses effets passent par l’inhibition de l’induction de 
C/EBP- (Schwarz et al., 1997) et - et de PPAR- (Xue et al., 1996), via l’activation 




Récemment, des études ont élucidé les mécanismes d’inhibition de la différenciation par 
l’acide rétinoïque. D’une part, l’acide rétinoïque via son récepteur RAR favorise 
l’expression d’un co-répresseur qui interagit avec C/EBP-, bloquant ainsi sa capacité 
de liaison à l’ADN (Marchildon et al., 2010). D’autre part, il favorise l’expression de 



















2. Le métabolisme des lipides dans le tissu adipeux 
blanc 
Lors de la prise d’un repas, l’excès d’énergie est principalement emmagasiné 
sous forme de TG (également appelés triacylglycérols, TAG) dans le tissu adipeux, 
principalement dans les adipocytes. Les sources d’énergie proviennent principalement 
des lipides en circulation après une prise alimentaire ou des substrats non lipidiques tels 
que le glucose. Les lipides alimentaires sont emmagasinés dans les chylomicrons et 
transportés vers le tissu adipeux où ils seront stockés, tandis que le glucose qui sera 
converti dans le foie et le tissu adipeux en TG. La formation de TG à partir du glucose 
constitue la LDN. Les TG formés dans le foie sont sécrétés et transportés vers le tissu 
adipeux dans des VLDL (lipoprotéines de très faible densité). Le stockage nécessite une 
hydrolyse de ces TG au niveau des capillaires du tissu adipeux et un transport à travers 
la membrane via des transporteurs spécifiques dans l’adipocyte. Lors d’une demande en 
énergie, les TG sont alors hydrolysés (lipolyse) et libérés sous forme d’AG non 
estérifiés (AGNEs) et de glycérol. 
2.1. La lipogenèse de novo 
Lors de l’apport énergétique suite à une prise alimentaire, l’excès de glucides est 
converti en AG qui peuvent être incorporés dans les triglycérides par le processus de 
LDN dans le tissu adipeux ou dans le foie (Girard et al., 1994). Dans le foie, ceci 
conduit à la synthèse des VLDL (lipoprotéines de très petite densité) qui transportent les 
TG qui seront accumulés dans le tissu adipeux, par exemple, après hydrolyse par la 
lipoprotéine lipase (LPL). La LDN requiert une dépense d’énergie et sa contribution 
dans le stockage des TG au niveau des adipocytes n’est que minimale (moins de 20 %) 
(Strawford et al., 2004; Hellerstein, 1999), par comparaison à la LDN dans le foie qui 
contribue pour près de 50 %. Des études in vitro ont montré que la LDN au niveau des 
adipocytes ainsi que les enzymes-clés sont régulées tant par les nutriments que par les 
hormones, telles que l’insuline et le glucagon. Les enzymes-clés de la LDN sont 




(Figure 5). Dans les tissus adipeux, la LDN est plus importante dans les adipocytes de 
petite taille (naissants) que dans les adipocytes matures (Roberts et al., 2009). Dans les 
adipocytes naissants, l’expression des gènes codant pour les protéines impliquées dans 
le transport d’AG est faible comparée à l’expression des gènes de la LDN (Minehira et 
al., 2004; Diraison et al., 2002).  
 
Figure 5: Lipogenèse de novo. Traduit et modifié de (Roberts et al., 2009). ACC1 : 
acétyl-CoA carboxylase 1; ACL : acetyl-CoA liase; FAS : fatty acid synthetase; SCD1 : 
stéaroyl-CoA désaturase 1. 
 
2.2. Source des triglycérides circulants 
L’alimentation est la principale source de TG emmagasinés dans le tissu 
adipeux. Les TG contenus dans l’alimentation sont d’abord hydrolysés par les lipases 




des micelles pour être absorbés par les cellules épithéliales de la microvillosité 
intestinale (entérocytes). Une fois internalisés, les AG sont acylés et combinés à des 
monoglycérides pour formés des TG. Ces derniers sont ensuite associés à 
l’apolipoprotéine B48 (apo-B48) pour former les chylomicrons natifs qui seront sécrétés 
dans la circulation sanguine (Figure 6). Une fois dans la circulation sanguine, ces 
chylomicrons vont subir une maturation avec l’ajout des apo-E et –CII avant d’être 
transportés, soit vers les tissus utilisateurs des TG tel que le muscle squelettique, soit 
vers les tissus de stockage des TG tels que le tissu adipeux et le foie (LaRosa et al., 
1970; Voshol et al., 2009).  
Les TG circulants peuvent provenir aussi des glucides contenus dans 
l’alimentation. Ces glucides sont captés  dans le foie et dans le tissu adipeux blanc où ils 
sont transformés en TG par la  LDN (voir section 2.1). Les TG formés dans le foie sont 
ensuite emmagasinés dans les lipoprotéines de très faible densité (VLDL) constituées 
des apo-B100, -AV et –E (O'Brien et al., 2005; Voshol et al., 2009), avant d’être 
sécrétés dans la circulation. Ces différentes sources de TG pourront être acheminées 
vers le tissu adipeux où ils seront emmagasinés. Au niveau du tissu adipeux, ils sont 
hydrolysés par la LPL en AGNEs; ces derniers sont transportés dans l’adipocyte via des 







Figure 6: Accumulation des triglycérides circulants. Traduit et modifié de (Voshol et 
al., 2009). AV : apolipoprotéine -AV; CI, CII, CIII : apolipoprotéine -CI, -CII, -CIII; E : 
apolipoprotéine -E.  
2.2.1. Hydrolyse des chylomicrons et des VLDL par la LPL 
Les TG contenus dans les VLDL et dans les chylomicrons sont hydrolysés par la 
LPL à la surface des cellules endothéliales des capillaires pour en libérer les AGNEs et 
le glycérol. Le glycérol libéré sera métabolisé dans le foie tandis qu’une grande 
proportion des acides gras est captée par les adipocytes (Lafontan, 2008). L’hydrolyse 
des TG contenus dans les chylomicrons conduit à la formation des reliquats de 
chylomicrons qui sont éliminés de la circulation sanguine par le foie (LaRosa et al., 
1970). Quant aux VLDL, une fois que le contenu en TG est hydrolysé, vont devenir 
plus denses en transférant leur contenu en apo-E et apo-A vers les HDL. Tout comme 
les chylomicrons, les VLDL vont former des reliquats qui seront captés et recyclés dans 
le foie (Berneis & Krauss, 2002).  
La LPL, une glycoprotéine de 448 acides aminés, est produite et sécrétée par les 
adipocytes au niveau du tissu adipeux (ainsi qu’au niveau du cœur et des muscles). Elle 




glycosaminoglycanes à la surface des cellules endothéliales (Braun & Severson, 1992). 
Les mécanismes de liaison des particules riches en TG et de l’activation de la LPL 
commencent à être élucidés. Il est de plus en plus évident que l’activation complète de 
la LPL dépend, d’une part de sa liaison avec ses cofacteurs, l’apolipoprotéine-CII (apo-
CII) et apo-AV et d’autre part, de sa liaison avec la protéine GPIHBP-1 
(glycosylphophatidylinositol-anchored high-density lipoprotein-binding protein 1) 
(Figure 6).  
L’apo-CII est principalement retrouvée dans les chylomicrons (Hoffmann & 
Stoffel, 1996; LaRosa et al., 1970). Olivecroma et Beisiegel ont montré in vitro que 
l’hydrolyse des chylomicrons provenant des patients déficients en apo-CII par la LPL 
n’était possible qu’après l’ajout d’apo-CII exogène (Olivecrona & Beisiegel, 1997). 
L’apo-AV est contenue autant dans les VLDL que dans les chylomicrons ainsi que dans 
les HDL (lipoprotéines à haute densité) (O'Brien et al., 2005). Des expériences in vitro 
ont montré que l’hydrolyse des VLDL-TG par la LPL recombinante n’est élevée que 
lorsque les VLDL sont enrichis avec l’apo-AV recombinante (Fruchart-Najib et al., 
2004). In vivo, il a été observé chez les souris transgéniques surexprimant l’apo-AV 
humaine des taux plasmatiques de TG six fois inférieurs à ceux des souris témoins 
(Pennacchio et al., 2001; van der Vliet et al., 2002) tandis que chez les souris 
déficientes en apo-AV, ces taux sont quatre fois élevés par comparaison aux souris 
témoins (Pennacchio et al., 2001).  
Un autre élément essentiel à l’activation de la LPL est la présence de la protéine 
GPIHBP-1 à la surface basolatérale des cellules endothéliales capillaires du tissu 
adipeux, du cœur et du muscle squelettique. Cette protéine joue un rôle important dans 
l’hydrolyse des TG contenus dans les chylomicrons (Beigneux et al., 2007; Davies et 
al., 2010), étant  impliquée dans le transport de la LPL à travers les cellules 
endothéliales (Davies et al., 2010). En effet, chez les souris déficientes en GPIHBP-1, la 
LPL n’est pas exprimée à la surface des cellules endothéliales capillaires, mais se 
retrouve dans l’espace sous-endothélial entourant les adipocytes et les myocytes 
(Davies et al., 2010). Ces souris présentent des taux plasmatiques de chylomicrons très 




2.3. Transport des acides gras 
Une fois hydrolysés, les AG libérés sous-forme d’AG à chaine longue (AGCL) 
peuvent diffuser passivement au travers la membrane plasmique, mais cela nécessite 
une forte concentration. Ce processus est relativement rapide (< 5 ms) tel que mesuré 
sur des préparations de vésicules membranaires munies d’une seule bicouche en phase 
aqueuse (Hamilton, 2003). Cependant, la présence de protéines membranaires et les 
faibles concentrations plasmatiques en AGCL, appuient l’hypothèse d’un transport 
facilité des AGCL par les protéines (Figure 7) (Simard et al., 2008). 
 
Figure 7: Transport des acides gras. Tiré et traduit de (Thompson et al., 2010). AGCL : 
acides gras à chaine longue; ACSL1 : Acyl CoA synthetase long chain; Cav-1 : 
cavéoline 1; FABPpm: fatty acid binding protein plasma membrane; FAT/CD36 : fatty 
acid translocase; FATP1 : fatty acid transport protein 1; TG : triglycérides 
2.3.1. Transport facilité des acides gras dans les adipocytes 
 Trois protéines ont été identifiées dans le transport des AGCL : la protéine de 
liaison des AG de la membrane plasmique (FABPpm, plasma membrane fatty acid 
binding protein), le CD36 et la protéine  de transport d’acides gras (FATP1, fatty acid 




transport protein-1). En plus de ces trois protéines, la cavéoline-1 (Cav-1) joue un rôle 
essentiel dans la facilitation du transport. Cette protéine est une composante des 
cavéoles membranaires, qui sont des invaginations de la membrane plasmique. C’est 
dans ces régions que l’on retrouve de fortes concentrations d’AG en vue d’être 
transportés dans les adipocytes (Simard et al., 2009; Meshulam et al., 2006).  
2.3.1.1. La protéine de liaison des acides gras de la membrane plasmique 
La FABPpm est une protéine de 43 kDa exprimée à la surface membranaire de 
plusieurs cellules, dont les adipocytes (Figure 7). Cette protéine joue un rôle dans la 
capture d’AG provenant de l’hydrolyse des TAG contenus dans les VLDL et les 
chylomicrons. Les premières études décrivant le rôle de la FABPpm dans la capture des 
AG ont utilisé des anticorps anti-FABPpm sur les adipocytes 3T3-L1 matures. Les 
résultats ont montré qu’il y a une diminution de moitié du captage de l’oléate, un 
AGCL, sans changement dans le captage de l’octanate, un AG à chaine moyenne (Zhou 
et al., 1992). Cependant, la fonction de FABPpm dans le captage d’AGCL semble 
dépendante de la présence du CD36, puisque l’inhibition spécifique du CD36 par sulfo-
N-succinimidyl oléate abolit complètement le captage du palmitate chez les adipocytes 
3T3-L1 (Chabowski et al., 2005). 
2.3.1.2.  Le récepteur CD36 
Le CD36 est une glycoprotéine de 88 kDa faisant partie de la famille des 
récepteurs scavenger de classe B (SR-B) multifonctionnelle qui peut lier des molécules 
aussi diverses que la thrombospondine-1, les AGCL, l’amyloïde β, le collagène et les 
LDL oxydées (Febbraio & Silverstein, 2007). Cette protéine est très exprimée dans les 
tissus impliqués dans le métabolisme des AG tels que les tissus musculaire, cardiaque, 
adipeux, le foie et l’intestin (Coburn et al., 2001; Drover et al., 2008). Les premières 
études ayant montré le rôle du CD36 dans le transport des AGCL ont été réalisées par 
des études de liaison. Le CD36 purifié à partir du tissu adipeux ne liait que les  AGCL 
tels que l’oléate, le palmitate, l’arachidonate et le linoléate (Hajri et al., 2002). Par la 




l’expression du CD36 dans les fibroblastes Ob17PY, qui sont dépourvus de cette 
protéine, augmente significativement le captage et le transport d’AGCL (Ibrahimi et al., 
1996). Les souris transgéniques surexprimant le CD36 dans le muscle ont moins de 
dépôt adipeux et de faibles taux circulants de triglycérides, d’AGNE et de VLDL 
(Ibrahimi et al., 1999). Les souris déficientes en CD36 présentent, quant à elles, des 
taux de transport d’AG et d’incorporation dans les TG réduits de plus de la moitié dans 
les muscles, le cœur et le tissu adipeux (Coburn et al., 2000; Coburn et al., 2001). Ces 
souris présentent des taux plasmatiques d’AGNE, de cholestérol dans les HDL et de 
triglycérides élevés (Febbraio et al., 1999). L’invalidation du gène Cd36 tant chez les 
adipocytes 3T3-L1 que chez les préadipocytes 3T3-F442A conduit à la diminution du 
captage et du transport (Lobo et al., 2009; Sfeir et al., 1999).  
Le CD36 est localisé dans les cavéoles, qui constituent des radeaux lipidiques au 
niveau de la membrane plasmique (Figure 7), dans le réticulum endoplasmique et dans 
les vésicules intracellulaires ainsi qu’au niveau des mitochondries (Chabowski et al., 
2005; Pohl et al., 2004). La présence du CD36 dans ces radeaux est nécessaire à son 
activité de facilitateur du transport d’AG dans les adipocytes (Pohl et al., 2004; Pohl et 
al., 2005). En effet, le CD36 interagirait avec la Cav-1, une protéine de structure des 
cavéoles. Des travaux avec des fibroblastes provenant des embryons de souris 
déficientes en Cav-1, ainsi qu’avec des cellules 3T3-L1 différenciées dont les cavéoles 
ont été perturbées par un traitement à la cyclodextrine ont montré que le captage et la 
translocation des acides gras sont réduits en raison de l’absence du CD36 au niveau de 
la membrane plasmique qui demeure dans le pool intracellulaire (Ring et al., 2006; Pohl 
et al., 2005). 
2.3.1.3. La cavéoline-1 
Les cavéolines (Cav) sont des protéines structurelles de 22 kDa dans les 
cavéoles, qui elles sont des microdomaines dans la membrane plasmique riche en 
cholestérol (Figure 7). Les membranes des adipocytes sont riches en cavéoles et 
expriment les 3 isoformes de cavéoline (1, 2 et 3). Les travaux de Pohl (2004) réalisés 




l’utilisation de la cyclodextrine soit par l’expression d’un dominant négatif Cav-3, ont 
montré que ces adipocytes internalisent 50 % moins d’acide oléique radioactif (Pohl et 
al., 2004). Les souris déficientes en Cav-1 présentent des taux circulant de TG et 
d’AGNEs élevés et elles sont résistantes à l’obésité induite par une diète riche en lipides 
(Razani et al., 2002). En fait, les adipocytes provenant de ces souris sont incapables 
d’emmagasiner les AG. 
Comme nous l’avons déjà mentionné, la Cav-1 est colocalisée avec le CD36 au 
niveau de la membrane plasmique et jouerait un rôle indirect dans le transport d’AGCL. 
Cependant, les études menées par le groupe de Pilch ont montré que les Cav-1 ont un 
rôle direct dans le transport des AGCL (Meshulam et al., 2006). En effet, en utilisant 
des cellules HEK 293 (human embryyonic kidney) surexprimant la Cav-1, ils ont montré 
que l’oléate couplé à un traceur fluorescent s’accumulait dans les cavéoles et était 
transporté par diffusion passive au travers la membrane par des mécanismes de flip-flop 
(Simard et al., 2009; Meshulam et al., 2006), sachant que ces cellules ont un très faible 
taux de métabolisme lipidique.  
2.3.1.4. La protéine  de transport d’acides gras 
La famille des FATPs comprend 6 membres, mais seulement les FATP1 et 4 
sont exprimées au niveau des adipocytes (Schaffer & Lodish, 1994). La FATP1, une 
protéine intégrale de la membrane qui faciliterait un mouvement bidirectionnel des 
AGCL (Richards et al., 2003) (Figure 7).  Le rôle de la FATP1 dans le transport des 
AGCLs a été démontré dans le modèle de souris transgéniques surexprimant la protéine 
dans le cœur. Ces souris présentent une forte accumulation d’AGCL et une 
augmentation du métabolisme lipidique (Chiu et al., 2005). Les souris déficientes en 
FATP1 sont résistantes à l’obésité induite suite à une diète riche en lipide (Kim et al., 
2004).  In vitro, l’invalidation de FATP1 dans les adipocytes 3T3-L1 par transfection 
lentivirale d’ARNsh a conduit à une réduction de 15 % de la synthèse de TG et à une 
réduction de 25 % de l’accumulation des acides palmitique et oléique radioactifs en 
condition basale. En condition stimulée, l’invalidation de FATP1 a complètement aboli 




FATP4 n’a pas affecté l’accumulation d’AGCL dans les adipocytes 3T3-L1 (Lobo et 
al., 2007).  
La FATP1 possède aussi une activité acyl-CoA synthétase qui se fait au niveau 
de la membrane plasmique (Ost et al., 2005). Des expériences de mutagenèse dirigée, 
notamment  dans la région de liaison de l’ATP de cette protéine, ont montré que  
l’activité acyl-CoA synthétase ainsi que le transport d’AG sont inhibés dans les cellules 
mutantes (Stuhlsatz-Krouper et al., 1998). Cette mutation n’affecte pas la localisation 
de la FATP1 au niveau de la membrane (Stuhlsatz-Krouper et al., 1998).  
2.4. La biosynthèse des triacylglycérols 
Une fois dans les adipocytes, les AGCL sont acylés en vue de leur incorporation 
dans les TG. La protéine responsable de cette acylation est l’acyl CoA synthétase d’AG 
ACSL1 (Richards et al., 2006; Gargiulo et al., 1999). L’ACSL1 est une protéine ancrée 
cytosolique ancrée dans la membrane plasmique  qui catalyse l’estérification des AGCL 
par la coenzyme A (activité acyl-CoA synthétase) (Figure 7) (Brasaemle et al., 2004; 
Gargiulo et al., 1999). Une surexpression de l’ACSL1 augmente de 6 fois 
l’accumulation du traceur lipidique fluorescent (BODIPY) (Gargiulo et al., 1999), 
tandis que l’inhibition de l’activité de l’ACSL1 par la triacsine C, un analogue non 
estérifiable d’AG polyinsaturé dans les adipocytes 3T3-L1 (Hall et al., 2003), réduit 
considérablement et de manière dose-dépendante l’accumulation d’AG (Richards et al., 
2006). De plus, l’invalidation de l’ACSL dans les adipocytes 3T3-L1 a permis de 
démontrer le rôle que joue cette enzyme dans la ré-estérification des AG. En effet, 
l’accumulation des AG dans ces cellules n’est pas altérée tandis que l’efflux des 
AGNEs est considérablement augmenté (Lobo et al., 2009). Après l’étape de 
l’acylation, les acyl-CoA serviront de substrats pour la synthèse des TG. Cette synthèse 
requiert le glycérol-3-phosphate (G3P) en plus des acyl-CoA. Le G3P servant à la 
synthèse des TG provient normalement de la phosphorylation du glycérol par la 
glycérokinase. Mais l’activité de cette enzyme est très négligeable dans les adipocytes. 




glycolyse et la glycéronéogenèse (Reshef et al., 2003; Gorin et al., 1969), cette dernière 
étant la voie de biosynthèse du G3P à partir des précurseurs autres que le glucose. Dans 
le tissu adipeux, la glycéronéogenèse est la principale voie de production du G3P et de 
la synthèse de TG (90 % contre 10 % pour la glycolyse) (Nye et al., 2008a). L’enzyme-
clé dans cette voie est la phosphoénolpyruvate carboxykinase cytosolique (PEPCK-C) 
(Figure 8). Les deux voies, la glycolyse et la glycéronéogenèse conduisent à la 
formation d’un intermédiaire commun, la phospho-dihydroxyacétone qui sera convertie 
en G3P par la glycérol-3-phosphate déshydrogénase (GPDH). Le G3P ainsi formé est 
successivement estérifié jusqu’à la formation des TAG par différentes enzymes dont les 
glycérol-3-phosphate acyltransférases (GPAT), les acylcglycérol-3-phosphate 
acyltransférases (AGPAT) et les diacylglycérol acyltransférases (DGAT) (Figure 8). 
 
Figure 8: Processus de biosynthèse des triglyrérides. Traduit et modifié de (Large et al., 
2004). AGPAT: acylglycérol-3-phosphate acyltransférase; DAG : diacylglycérol; 
DGAT: diacylglycérol acyltransférase; GPDH : Glycérol-3-phosphate déshydrogénase; 
G3P : glycérol-3-phosphate; GPAT: glycérol-3-phosphate acyltransférase; LPA : acide 




phosphatase; PDHA: phospho-dihydroxyacétone; PEPCK-C: phosphoénopyruvate 
carboxykinase cytosolique. 
 
2.5. La lipolyse 
La lipolyse est le processus d’hydrolyse des TG stockés dans le tissu adipeux 
pour libérer des AGNE nécessaires à l’apport énergétique dans différents tissus. Ce 
processus est unique à l’adipocyte. Le phénomène de lipolyse se déclenche lorsqu’il y a 
une demande en énergie (exercice physique) ou en cas de carence (lors d’un jeûne) 
(Henderson et al., 2007). Lors du processus de lipolyse, il y a libération d’une molécule 
de glycérol et de trois molécules d’AGNE. Le glycérol est libéré complètement dans la 
circulation, car l’adipocyte ne peut le réutiliser étant dépourvu de l’enzyme glycérol 
kinase qui catalyse la réaction de formation du G3P (Nye et al., 2008b). Dans le foie, 
qui contient cette enzyme, le glycérol va servir de substrat pour la LDN des TG. Des 
molécules d’AGNE produites lors de la lipolyse, environ 80 % vont être libérées et le 
reste sera ré-estérifié et emmagasiné dans les adipocytes. Dans les tissus utilisateurs tels 
que les muscles squelettique et cardiaque, les AGNE seront captés, transportés, 
estérifiés et utilisés comme carburant dans les mitochondries pour la production 
d’énergie par le processus de -oxydation. 
Le processus de lipolyse est très complexe et régulé étroitement par différentes 
hormones et médiateurs tels que les catécholamines et l’insuline, mais aussi par les 
peptides natriurétiques (Sengenes et al., 2000), l’hormone thyroïdienne (Laugwitz et al., 
1996), les mélanocortines (Boston, 1999) et l’adénosine (Szkudelski et al., 2009), entre 
autres. 
Au niveau moléculaire, il est généralement admis que l’activation de la lipolyse 
conduit à l’activation par phosphorylation de la lipase hormono-sensible (LHS) et de la 
lipase adipeuse des triglycérides (ATGL, adipose triglyceride lipase) ainsi qu’au 
remodelage des protéines qui entourent les gouttelettes lipidiques dont les protéines de 




TIP47 pour tail interacting protein 47) (Miura et al., 2002), des protéines S3-12 et 
OXPAT (oxidative-PAT). Le membre le plus connu de cette famille est la périlipine A 
(PLIN1a) dont la régulation par phosphorylation permet l’hydrolyse des TG contenus 
dans les gouttelettes (Brasaemle et al., 2004). La phosphorylation de la PLIN1a donne 
accès à l’hydrolyse des TAG par des lipases.  
L’hydrolyse des TG dépend de l’activité de trois lipases : la LHS, l’ATGL (aussi 
appelée desnutrine) et la lipase des monoacylglycérols (LMG) (Figure 9). L’ATGL et la 
LHS sont à elles seules responsables de 95 % de l’activité hydrolase dans les adipocytes 
(Schweiger et al., 2006). L’ATGL est responsable de la première étape de l’hydrolyse 
des TG c’est-à-dire la conversion des TG en DAG. La LHS est responsable de 
l’hydrolyse des DAG en MAG tandis que la LMG est responsable de l’hydrolyse des 
MAG en glycérol (Holm et al., 2000) (Figure 9). 
 
Figure 9: Enzymes impliquées dans l’hydrolyse des TG. Tiré et modifié de (Wang et al., 
2008). AGNE, AG non estérifiés; ATGL, triglycéride lipase adipocytaire; DAG, 
diacylglycérol; LHS, lipase hormono-sensible; LMG, lipase des monoacylglycérols; 
MAG, monoacylglycérol; TG, triglycérides 
 
Le processus de lipolyse est étudié depuis des décennies et les étapes conduisant 
à l’hydrolyse des TAG sont très documentées. Dans cette section, nous allons décrire les 




dans l’hydrolyse des TAG ainsi que leur régulation et les protéines de la famille PAT. 
Ensuite nous allons décrire les mécanismes de régulation de la lipolyse. 
2.5.1. La lipase hormono-sensible 
La LHS a été découverte initialement dans le tissu adipeux blanc des 
mammifères comme étant une enzyme inductible pendant le jeûne ou lors du 
catabolisme (Bjorntorp & Furman, 1962; Vaughan et al., 1964). La LHS a longtemps 
été considérée comme l’enzyme de l’hydrolyse des TG au niveau des adipocytes. Il est 
vrai qu’in vitro, la LHS purifiée des adipocytes de rat hydrolyse aussi bien les TG, les 
DAG que les MAG (Fredrikson et al., 1981) et elle hydrolyse aussi les esters de 
cholestérol (Cook et al., 1982) et les esters de rétinol  (Wei et al., 1997). Le ratio des 
vitesses relatives de l’hydrolyse sont de l’ordre de 1:10:1:4:2 pour les TG, DAG, MAG, 
esters de cholestérol et les esters de rétinol, respectivement. 
2.5.1.1. Propriétés enzymatiques et structure de la protéine 
La LHS est une protéine cytoplasmique d’environ 84 kDa dont le gène codant 
est située sur le chromosome 19q13.2 chez l’humain (Holm et al., 1988) tandis que chez 
la souris, il est situé sur le chromosome 7 (Warden et al., 1993). Le gène Lhs comporte 
9 exons séparés par 8 introns et chaque exon exprime un domaine différent de la LHS. 
Ainsi, l’exon 6 transcrit le domaine catalytique de la LHS qui contient la séquence 
consensus aux lipases (GXSXG), dont la sérine 423 est nécessaire à son activité 
(Contreras et al., 1996). L’exon 8 transcrit pour le domaine régulateur de la LHS avec 
les sites de phosphorylation au niveau des sérines 563, 565 et 660, tandis que l’exon 9 
transcrit pour le domaine de liaison lipidique (Holm et al., 1994) (Figure 10). La LHS 
est exprimée dans différents tissus tels que les tissus adipeux blanc et brun, la glande 
mammaire, les macrophages, le tissu musculaire, le pancréas et les testicules (Reue et 






Figure 10: Structure protéique de la lipase hormono-sensible. Modifié de (Holm et al., 
2000). AMPK : AMP-activated protein kinase, CaMK2 : Ca
2+
/Calmodulin-dependant 
protein kinase II, PKA : protéine kinase A. 
La structure de la protéine comprend une région N-terminale de 36 kDa environ 
ainsi qu’une région C-terminale (résidus 324 à 768) organisée en hélices- et en 
feuillets-. La fonction de la région N-terminale (résidus 1 à 323 très conservés entre les 
espèces) (Osterlund et al., 1999) n’est pas encore totalement déterminée et il est 
possible que cette région soit impliquée dans les interactions avec d’autres protéines 
telles que la PLIN1a ou ALBP (Shen et al., 2001). La région C-terminale comprend les 
domaines catalytiques, de régulation et de liaison lipidique (Figure 10) (Smith et al., 
1993). Le domaine catalytique de 18 kDa (compris entre les résidus 333 et 499) est 
responsable de l’activité lipase de la LHS (Tsujita et al., 1989). Ce domaine comprend 
un résidu Ser-423 nécessaire à l’activité de la LHS. En effet, des expériences  par 
mutagenèse dirigée ont montré l’importance de cette sérine dans l’activité hydrolase de 
la LHS comparativement à la mutation des autres sérines (Holm et al., 1994). Le 
domaine de régulation de 11.5 kDa compris entre les résidus 499 et 669 comporte les 
différents sites de phosphorylation (Smith et al., 1996). Le domaine de liaison lipidique 
contient des acides aminés très hydrophobes qui sont probablement responsables de la 




2.5.1.2.  Régulation de l’activité enzymatique 
La régulation de l’activité de la LHS a été très étudiée et documentée depuis 
plusieurs années. Toutes ces recherches ont montré que son activation est due la 
phosphorylation sur des sites spécifiques par la protéine kinase A (PKA) dépendant de 
l’AMPc. L’activation de la PKA répond généralement à des stimulations par des 
hormones cataboliques telles que l’adrénaline, engendrant une cascade qui conduit à 
l’augmentation des taux intracellulaires d’AMPc (voir section 2.5.6) (Steinberg & 
Huttunen, 1972). En plus de la PKA, d’autres kinases sont impliquées dans la régulation 
de l’activité de la LHS, notamment ERK (Extracellular signal-regulated kinase) 
(Greenberg et al., 2001), la GSK-4 (Olsson et al., 1986), l’AMPK (AMP-activated 
protein kinase) et la CaMK2 (Ca
2+
/Calmodulin-dependant protein kinase II) (Garton et 
al., 1989). 
Initialement, les études avaient identifié seulement deux sites de phosphorylation 
(Belfrage et al., 1980) sur la LHS. Le premier site, situé au niveau du résidu Ser-563 de 
la LHS de rat (Ser-552 chez l’humain), était considéré comme un site régulateur. Ce site 
est phosphorylé autant par la PKA que par la GSK-4 (Stralfors & Belfrage, 1983; 
Olsson et al., 1986). Le deuxième site, situé au niveau de la Ser-565 de la séquence de 
rat (Ser-554 chez l’humain) était considéré comme un site de phosphorylation par la 
CaMK2 et l’AMPK (Garton et al., 1989), quoique ce site ne semble pas influencer 
directement l’activité de la LHS. Toutefois, la phosphorylation de ces deux sites serait 
mutuellement exclusive. En effet, il a été observé que la phosphorylation de la Ser-565 
diminuait lorsque celle de la Ser-563 augmentait, notamment lors de la stimulation de la 
lipolyse par les catécholamines (Garton et al., 1989). Cette observation a été confirmée 
dans plusieurs études. Dans l’une d’elles, l’utilisation de l’AICAR comme stimulus de 
l’AMPK sur des adipocytes primaires de rat entraine une diminution de la 
phosphorylation de la Ser-563 induite par les catécholamines (Sullivan et al., 1994). 
Dans une autre étude, l’expression d’une forme constitutivement active d’AMPK dans 
les adipocytes de la lignée des 3T3-L1 réduit fortement la lipolyse induite par les 
agonistes des récepteurs -adrénergiques (-AR). Inversement, l’expression d’un 






 ont montré que la lipolyse y était augmentée après stimulation avec 
l’isoprotérénol (Daval et al., 2005). Ces résultats suggéraient que la phosphorylation de 
la Ser-563 était responsable de l’activité de la LHS. Toutefois, ce rôle dans l’activation 
de la LHS a été remis en cause après la découverte de deux autres sites de 
phosphorylation par la PKA, les sérines 659 et 660 chez le rat (649 et 650 chez 
l’humain) (Krintel et al., 2008; Watt et al., 2006). En effet, des travaux de mutation 
dirigée de la Ser-563 ont montré que la phosphorylation de cette dernière n’est pas 
importante dans l’activation de la LHS (Anthonsen et al., 1998). Par contre, la mutation 
des sites Ser-649 et/ou Ser-650 de la LHS humaine conduit à une perte complète de 
l’activité lipase in vitro (Krintel et al., 2008). Dans les adipocytes 3T3-L1, la mutation 
des résidus Ser-659 et Ser-660 a conduit à une perte de l’activité lipase et à une 
réduction de la migration de la LHS vers les gouttelettes lipidiques (Su et al., 2003). La 
migration de la LHS vers les gouttelettes est nécessaire pour son activité lipase lors de 
la lipolyse, car cette enzyme est principalement cytosolique (Sztalryd et al., 2003). 
Toutefois, l’activité lipase de la LHS dépend de la phosphorylation de la PLIN1a (voir 
section 2.5.4), protéine qui entoure les gouttelettes (Sztalryd et al., 2003; Su et al., 
2003). Miyoshi et ses collaborateurs (Miyoshi et al., 2006) ont montré, en utilisant des 
fibroblastes embryonnaires de souris déficientes en PLIN1a que la LHS migrait bien 
vers les gouttelettes, mais qu’aucune hydrolyse des DAG n’y était observée.  
Un autre site de phosphorylation activateur de la LHS (Ser-600 chez le rat et 
Ser-589 chez l’humain) a été mis en évidence dans les adipocytes en utilisant des 
inhibiteurs pharmacologiques de la kinase ERK (Greenberg et al., 2001). Environ 30 % 
de lipolyse induite par une stimulation des -AR dépend de l’activation de ERK 
(Greenberg et al., 2001).  
L’activité de la LHS est aussi régulée par déphosphorylation par des protéines 
phosphatases (PP) sérine/thréonine. Les études connues sur les mécanismes de 
déphosphorylation de la LHS n’ont porté que sur les sérines 563 et 565 (Olsson & 
Belfrage, 1987; Wood et al., 1993). Des expériences in vitro ont montré que la Ser-565 




cible de la PP1 et de la PP2A (Wood et al., 1993), deux phosphatases abondamment 
exprimées dans les adipocytes de rat. 
2.5.2. La lipase adipeuse des triglycérides  
2.5.2.1.  Propriétés enzymatiques et structure de la protéine 
L’ATGL fut découverte lorsque les études sur des souris Lhs-/- ont montré la 
présence d’une lipolyse basale chez les adipocytes isolés de ces dernières. En effet, la 
LHS était auparavant considérée comme l’enzyme limitante pour l’hydrolyse des TAG. 
En 2004, trois groupes différents ont identifié l’enzyme responsable de cette lipolyse 
basale comme étant la desnutrine (Villena et al., 2004) ou l’ATGL (Zimmermann et al., 
2004) ou encore la phospholipase A2-zéta (connu sous PNPLA2, patatin-like 
phospholipase domain containing protein 2) (Jenkins et al., 2004). L’ATGL est 
responsable de la première étape de l’hydrolyse des TAG conduisant à la formation 
d’une molécule de DAG et d’une molécule d’AGNE (Figure 9) (Zimmermann et al., 
2004). Zimmerman et ses collaborateurs ont étudié son activité en utilisant des extraits 
protéiques provenant de cellules HepG2 transfectées avec l’ADNc de l’ATGL humaine 
(Zimmermann et al., 2004). En incubant les extraits de ces cellules avec la trioléine (un 
TG) et/ou la dioléine (un DAG) radioactives, ils ont montré que cette enzyme était six 
fois plus active pour l’hydrolyse de la trioléine que de la dioléine. Villena et ses 
collaborateurs ont montré que l’expression d’ATGL humaine dans les cellules COS-7 
réduisait de 40 % le contenu en TG dans ces cellules (Villena et al., 2004). En fait, 
l’ATGL ne possède pas de réactivité pour les DAG, les MAG et les esters de cholestérol 
(Zimmermann et al., 2004). 
Les gènes de l’ATGL chez l’humain et chez la souris codent pour une protéine 
de 504 et 486 acides aminés, respectivement. Chez l’humain, le gène Atgl est situé sur 
le chromosome 11q15.5 et contient 10 exons (Fischer et al., 2007). La présence de 
messager de l’ATGL est détectée dans presque tous les tissus, mais avec une 
prépondérance dans les tissus adipeux blanc et brun (Kim et al., 2006). L’expression de 




3T3-L1 et elle est induite par la dexaméthasone (Villena et al., 2004; Xu et al., 2009). 
Les recherches chez la souris ont permis d’identifier la présence d’un élément de 
réponse de PPAR sur le promoteur du gène (Kim et al., 2006). 
2.5.2.2.  Régulation de l’activité enzymatique 
Contrairement à la LHS dont l’activité est régulée par phosphorylation, l’ATGL 
n’est pas phosphorylée par la PKA, du moins directement (Zimmermann et al., 2004). 
Néanmoins, il a été observé que l’ATGL humaine est phosphorylée aux sites Ser-404 et 
Ser-428 (Bartz et al., 2007), quoique l’importance de cette phosphorylation reste à 
déterminer. N’étant pas directement phosphorylée par la PKA, les recherches ont 
montré que l’ATGL est en fait activée par une interaction avec son coactivateur, CGI-
58 (Comparative gene identification-58), et que cette interaction permet sa migration du 
cytosol vers les gouttelettes lipidiques (Lass et al., 2006). A l’opposé, l’interaction de 
l’ATGL avec la protéine G0S2 (G0/G1 switch protein 2) inhibe son activité (Yang et 
al., 2010). 
2.5.2.2.1. Activation de l’ATGL par CGI-58  
Le rôle de CGI-58, aussi connu sous l’appellation de ABHD5 (/-hydrolase 
domain-containing protein 5), dans le métabolisme des lipides fut mis en évidence par 
les travaux de Lefevre et ses collaborateurs qui ont montré que les mutations dans les 
gènes Cgi-58 et Atgl sont la cause de l’apparition du syndrome de Chanarin–Dorfman 
(Lefevre et al., 2001). Ce syndrome est une maladie autosomique récessive causée par 
une accumulation des lipides neutres ou TG dans différents tissus (peau, muscle, foie, 
système nerveux central). Ce syndrome se caractérise par une ichtyose (peau sèche 
couverte de squames) et une réduction de l’activité lipolytique chez ces patients (Judge 
et al., 1994). Du point de vue moléculaire, deux types de mutation ont été observés chez 
les patients souffrant de ce syndrome. La première mutation est observée dans la région 
N-terminale de CGI-58 affectant son interaction avec l’ATGL (Lass et al., 2006; Gruber 
et al., 2010). La deuxième mutation, quant à elle, affecte la migration de l’ATGL vers 




(Zimmermann et al., 2004; Schweiger et al., 2008). Les mutations dans la région C-
terminale de l’ATGL n’affectent pas son interaction avec la protéine CGI-58 (Fischer et 
al., 2007). 
En condition basale, la protéine CGI-58 est associée à la PLIN1a au niveau des 
gouttelettes lipidiques (section 2.5.4) tandis que l’ATGL est située dans le cytosol 
(Yamaguchi et al., 2006b; Yamaguchi et al., 2004; Subramanian et al., 2004b; 
Granneman et al., 2007). Lorsque la lipolyse est stimulée par les catécholamines, la 
protéine CGI-58 se dissocie de la PLIN1a après la phosphorylation de cette dernière sur 
les résidus Ser-492 et Ser-517 pour ensuite interagir avec l’ATGL, favorisant ainsi sa 
migration vers les gouttelettes (Granneman et al., 2009; Miyoshi et al., 2007; 
Yamaguchi et al., 2007; Subramanian et al., 2004b). Récemment, deux nouvelles études 
ont rapporté une interaction entre le CGI-58 et l’ATGL avec un membre de la famille de 
PLIN (Wang et al., 2011; Granneman et al., 2011), la périlipine 5 (PLIN5) aussi connue 
sous les noms de OXPAT et LSDP5 (lipid storage droplet protein 5), cette dernière 
étant très exprimée dans les tissus à haute capacité oxydative tels que le tissu adipeux 
brun et les muscles squelettique et cardiaque (voir section 2.5.4.4) (Dalen et al., 2007; 
Wolins et al., 2006).  
2.5.2.2.2. Inhibition de l’activité de l’ATGL par la protéine G0S2  
La protéine G0S2 a été initialement identifiée dans les cellules mononucléaires, 
lors du passage de la phase G0 à G1 du cycle cellulaire (Russell & Forsdyke, 1991). 
Cette protéine est fortement exprimée dans le tissu adipeux blanc et le foie et dans une 
moindre mesure, dans le muscle squelettique, les reins et les ovaires (Lu et al., 2010). 
Dans les adipocytes 3T3-L1, la protéine G0S2 forme avec l’ATGL un complexe dans le 
cytosol par une interaction entre le domaine hydrophobe de la protéine G0S2 et la 
région N-terminale de l’ATGL (Lu et al., 2010; Cornaciu et al., 2011). L’inhibition de 
l’expression de cette protéine par ARNsi dans les adipocytes 3T3-L1 augmente la 
lipolyse basale et potentialise la lipolyse lorsque stimulée (Lu et al., 2010). Après 




migre vers les gouttelettes où il est activé par la protéine CGI-58 (Yang et al., 2010; 
Cornaciu et al., 2011). 
2.5.3. La lipase des monoacylglycérols 
La LMG catalyse la dernière étape de l’hydrolyse des TG afin de produire une 
molécule d’AGNE et du glycérol (Figure 9). Elle est exprimée de façon ubiquitaire dans 
presque tous les tissus (Karlsson et al., 1997). Contrairement aux lipases décrites ci-
haut, il n’y a pas d’évidence que l’activité de la LMG soit régulée de façon hormonale 
(Fredrikson et al., 1986). Il existe un modèle animal de déficience en LMG qui permet 
d’étudier son rôle physiologique. Ces souris présentent des taux plasmatiques de 
glycérol et de TG faibles et une masse adipeuse inchangée. Toutefois, ces souris sont 
insensibles à une diète induisant la résistance à l’insuline (Taschler et al., 2011). 
2.5.4. La périlipine A et les protéines de la famille PAT 
L’observation d’un adipocyte blanc par microscopie révèle la présence de 
vésicules ou gouttelettes lipidiques qui occupent près des deux tiers de la cellule. 
Chaque gouttelette est entourée de protéines et d’une couche de phospholipides et 
présente un noyau très hydrophobe contenant des molécules estérifiées (TG, esters de 
cholestérol, esters de rétinol) (Tauchi-Sato et al., 2002). Quatre groupes ont mené des 
études protéomiques des gouttelettes lipidiques dans différentes lignées cellulaires, dont 
les adipocytes de type 3T3-L1. Ils ont montré que la gouttelette est constituée d’une très 
grande variété de protéines impliquées dans le métabolisme des lipides, la signalisation 
et l’organisation du cytosquelette, et même des chaperones (Tableau IV) (Brasaemle et 
al., 2004; Fujimoto et al., 2004; Liu et al., 2004; Umlauf et al., 2004). 
En 1991, Greenberg et ses collaborateurs ont été les premiers à identifier une 
protéine associée aux gouttelettes et qui est très abondante dans les adipocytes du gras 
épididymaire de rat qu’ils ont nommé la PLIN1a (Greenberg et al., 1991). Cette 
protéine de 64 kDa est exprimée dans les cellules 3T3-L1 différenciées, mais pas dans 
les préadipocytes (Greenberg et al., 1991). L’analyse comparative de l’ADNc de la 




l’identification de deux autres membres partageant des similitudes de séquence (Figure 
11) et la même habileté à se fixer aux gouttelettes lipidiques. Ainsi la PLIN2 (ADRP ou 
adipophiline) et la PLIN3 (TIP47) (Brasaemle et al., 1997b) forment avec la PLIN1a les 
premiers membres de la famille PAT. Par la suite, deux autres protéines furent ajoutées 
à cette famille, il s’agit de la PLIN 4 (S3-12) (Wolins et al., 2003; Scherer et al., 1998) 
et la PLIN 5 (OXPAT ou LSDP5 ou encore MLDP pour myocardial lipid droplet 
protein) (Yamaguchi et al., 2006a; Dalen et al., 2007). Notons que depuis 2010, il y a 
eu une uniformisation des noms des différents membres de la famille PAT (Kimmel et 
al., 2010). Ainsi, l’abréviation PLIN désigne la protéine tandis que les chiffres 
désignent les différents membres de la famille PAT. Pour ce qui est des variantes de la 
PLIN1, elles sont nommées comme PLIN1a, PLIN1b, PLIN1c et PLIN1d, pour les 
périlipines A, B, C et D, respectivement. 
 
Figure 11: Structure des membres de la famille PAT. Traduit de (Bickel et al., 2009). 
PLIN : périlipine; périlipine 2 : ADRF, adipose differentiation-related protein; 
périlipine 3 : TIP47, tail interracting protein 47; périlipine 4 : protéine S3-12; périlipine 






Poids moléculaire kDa 
Protéines connues  
    Adipophiline (ADRP)  46.9 
    Périlipine A 55.9 
    Périlipine 4 140.2 
    Périlipine 3 47.3 
    Vimentine 53.7 
Métabolisme des lipides ou transport  
    17-β-Hydroxysteroid dehydrogenase type 7 33.7 
    ACSL1 (Acyl CoA synthetase long chain 1) 78.9 
    ACSL3 81.5 
    ACSL4 75.6 
    ALDH3B1 (Aldehyde dehydrogenase) 50.6 
    CGI-58 (conparative gene identification-58) 39.5 
    LHS (lipase hormono-sensible) 84.0 
    Lanosterol synthase 84.4 
    Short-chain dehydrogenase/reductase member 1 34.5 
    NAD(P)-dependent steroid dehydrogenase-like 40.9 
Protéines diverses  
    Ancient ubiquitous protein 46.5 
    BiP (Binding immunoglobulin protein) 72.5 
    Calnexine 68.0 
    CGI-49 (conparative gene identification-49) 47.7 
    CGI-58 39.5 
    Diaphorase 1  34.3 
    Fat-specific gene 27 27.5 
    HSP 70 71.0 
    Ribophorine I 68.6 






Poids moléculaire kDa 
    FSP27 (Fat-specific protein) 27.5 
    Rab14 24.1 
    Rab18 23.3 
    Rab5c 22.4 
    Rab7 23.8 
    Tubuline β5 50.1 
    Protéine tumorale D54 (hD54) 24.1 
Contaminants probables  
    ATP synthase β-subunit 56.3 
    B-cell receptor-associated protein 37 33.3 
    Collagène, type IV, α3 185.8 
    Collagène, type VI, α2 42.2 
    Collagène, type VI, α3 288.2 
    CD36 53.1 
    LPL (Lipoprotéine lipase) 52.8 
    Polymerase I and transcript release factor 43.9 





Tableau IV. Protéines associées aux gouttelettes lipidiques en condition basale et 
stimulée. Traduit et modifié de (Brasaemle et al., 2004). 
 
2.5.4.1. Structure du gène et de la protéine 
En 1992, le séquençage du gène Plin1 et l’analyse de son ADNc ont permis 
d’identifier l’ADNc de la PLIN1b qui provient d’un épissage alternatif de l’ARNm de 
PLIN1a chez le rat. PLIN1a et PLIN1b sont exprimés au niveau des intestins, de la 




al., 2001; Servetnick et al., 1995). Mais c’est au niveau des tissus adipeux blanc et brun 
qu’elles sont le plus exprimées (Tansey et al., 2001; Greenberg et al., 1993). La PLIN1a 
est plus abondante que la PLIN1b dans les tissus adipeux (Greenberg et al., 1993) et 
dans les cellules stéroïdogènes (Londos et al., 1996; Londos et al., 1995). Les deux 
protéines ne sont différentes que dans la région C-terminale (Figure 11) (Greenberg et 
al., 1993). Le groupe de Kimmel (Lu et al., 2001) a identifié deux autres variantes de 
l’ARNm de PLIN1a traduisant pour deux protéines, PLIN1c et PLIN1d, de 347 et 244 
acides aminés, respectivement. Par hybridation in situ, l’expression des ARNm PLIN1c 
et PLIN1d n’a été détectée que dans les testicules de souris, principalement dans les 
cellules stéroïdogènes (Lu et al., 2001).  
La structure de la protéine comporte un domaine riche en acides glutamate et 
aspartique commun aux PLIN1a, 1 b et 1c (Figure 11) (Lu et al., 2001). PLIN comporte 
aussi trois domaines très hydrophobes (H1, H2 et H3) qui lui permettent de cibler les 
gouttelettes lipidiques et de s’y ancrer (Subramanian et al., 2004a; Garcia et al., 2003). 
Il est à noter que seules PLIN1a et 1 b possèdent les trois domaines hydrophobes tandis 
que la PLIN1c ne possède que le domaine H1. Tous les membres de la famille de la 
PLIN, à l’exception de PLIN4, contiennent dans leur région N-terminale un domaine 
PAT constitué de structures hélices /feuillet  et d’un domaine « 11-mer repeat » 
(Hickenbottom et al., 2004). PLIN4 (protéine S3-12) n’est formée que de « 33-mer 
repeats ». Les propriétés de la structure hélices /feuillets  et du domaine « 11-mer 
repeat »  ne sont pas encore connues.  
2.5.4.1.1. Régulation de la lipolyse par phosphorylation de PLIN1a 
Tout comme la LHS, la PLIN1a est un substrat de la PKA lors de la stimulation 
de la lipolyse dans les adipocytes. En effet, lors de son identification par le groupe de 
Londos en 1991, il a été démontré que la PLIN1a était poly-phosphorylée après 
stimulation de la lipolyse et que cette phosphorylation était nécessaire à l’activité lipase 
dans les 3T3-L1 différenciées et dans les adipocytes blancs isolés de rat (Greenberg et 
al., 1991; Brasaemle et al., 1997a). Ces sites de phosphorylation sont les sérines 81, 




barrière, protégeant les gouttelettes dans des conditions basales et favorisant l’encrage 
des lipases à la surface des gouttelettes après stimulation de la lipolyse (Brasaemle et 
al., 2000; Langin et al., 1993). En effet, dans des conditions lipolytiques, la migration 
de la LHS vers les gouttelettes des fibroblastes embryonnaires de souris déficientes en 
PLIN1a est réduite (Sztalryd et al., 2003). Il en est de même avec la transfection de la 
LHS dans les cellules CHO, la LHS ne migrant au niveau des gouttelettes que lorsqu’il 
y a co-transfection avec la PLIN1a. Les extraits protéiques des cellules transfectées 
montrent toutefois une activité lipase de la LHS par des essais in vitro, ce qui  confirme 
le rôle de la PLIN1a comme étant une barrière pour les gouttelettes (Sztalryd et al., 
2003).  
L’importance des différents sites de phosphorylation sur la PLIN1a commence à 
être élucidée. Ainsi, il a été démontré par mutagenèse dirigée que la phosphorylation 
des sérines 81, 222 et 276 est responsable de l’interaction entre la PLIN1a et la LHS 
ainsi que de l’hydrolyse des TG dans les cellules NIH-3T3 et 3T3-L1 différenciées 
(Zhang et al., 2003; Granneman et al., 2007). Toutefois, la mutation sur ces trois résidus 
ne suffit pas à abolir complètement la lipolyse induite par la forskoline (environ 70 % 
de réduction) dans les cellules NIH-3T3 différenciées. Individuellement, la mutation des 
sérines 81, 222 ou 276 n’a pas d’effets significatifs sur la lipolyse induite par la 
forskoline. Les sérines 433, 492 et 517, quant à elles, sont impliquées dans la régulation 
de l’activité hydrolytique de l’ATGL (Zhang et al., 2003; Miyoshi et al., 2007; 
Granneman et al., 2009). Les travaux de Miyoshi (Miyoshi et al., 2007; Miyoshi et al., 
2006) chez des fibroblastes embryonnaires de souris déficientes en PLIN1a ont montré 
que la mutation de la sérine 517 ou celle des sérines 433, 492 et 517 en trio abolit 
complètement la lipolyse (Miyoshi et al., 2007). La mutation de la Ser-517, combinée à 
un traitement par un ARNi contre la LHS, a permis d’identifier clairement la Ser-517 
comme étant responsable de la liaison et de l’activité hydrolytique de l’ATGL (Miyoshi 
et al., 2007). La Ser-492 est impliquée dans l’interaction de la PLIN1a avec le co-
activateur CGI-58 et dans le remodelage des gouttelettes lipidiquesé. En effet, la 
mutation de cette sérine dans les adipocytes 3T3-L1 abolit l’interaction PLIN1a/CGI-58 




(Brasaemle et al., 2009; Miyoshi et al., 2007; Granneman et al., 2009). Ceci suggère un 
rôle de la PLIN1a dans le maintien de la forme des vacuoles lipidiques. La Ser-433 
n’est pas importante dans la lipolyse, car en effet, la mutation de celle-ci n’a aucun effet 
sur la lipolyse (Granneman et al., 2009).  
2.5.4.2. La périlipine 2  
La PLIN2 est une protéine de 50 kDa dont le transcrit a été considéré comme un 
indice de différenciation adipocytaire (Jiang & Serrero, 1992). La protéine est associée 
avec les petites gouttelettes lipidiques, notamment lors de l’apparition de celles-ci au 
cours de la différenciation adipocytaire (Brasaemle et al., 1997b; Londos et al., 1999). 
Dans les adipocytes de souris déficientes en PLIN1a, la PLIN2 est augmentée et la 
remplace autour des gouttelettes lipidiques. Toutefois, elle ne remplit pas la même 
fonction que la PLIN1a lors de la lipolyse basale ou stimulée par les catécholamines 
(Tansey et al., 2001).  
2.5.4.3. Les périlipine 3 et 4 
La PLIN3 est impliquée dans la liaison des gouttelettes naissantes ainsi que dans 
la détermination de leur taille et leur nombre (Wolins et al., 2001; Bell et al., 2008). En 
effet, dans la lignée cellulaire hépatique AML12, l’invalidation de PLIN3 par ARNsi 
réduit la grosseur des gouttelettes et augmente leur nombre (Bell et al., 2008). Aucune 
fonction de PLIN3 n’a été documentée à ce jour dans la lipolyse. 
La PLIN4, contrairement aux autres membres de la famille PAT, ne contient pas 
de domaine PAT (Figure 11). Dans les adipocytes 3T3-L1, la PLIN4 est cytosolique 
tandis que pendant l’accumulation, elle est localisée au niveau périphérique (région de 
la membrane) (Wolins et al., 2003). 
2.5.4.4. La pérrilipine 5  
La PLIN5 est exprimée dans les tissus spécialisés dans la -oxydation tels que le 
tissu adipeux brun ainsi que les muscles squelettique et cardiaque. Lorsqu’ils sont co-




complexe au niveau des gouttelettes (Wang et al., 2011). La région en C-terminale de la 
PLIN5 serait impliquée dans les interactions avec ATGL et CGI-58 ainsi que dans la 
formation du complexe ATGL-CGI-58-PLIN5 (Granneman et al., 2011). La stimulation 
de la lipolyse conduit à la phosphorylation de la PLIN5, ce qui permet une interaction 
directe entre ATGL et CGI-58 favorisant l’hydrolyse des TAG (Wang et al., 2011). 
2.5.5. Autres protéines impliquées dans la lipolyse 
En plus des protéines et enzymes directement associées aux gouttelettes 
lipidiques et à l’hydrolyse de TG dans les adipocytes, certaines protéines cytosoliques et 
membranaires telles que la FABP4 et l’aquaporine 7 (AQP7) jouent des rôles dans le 
transport intracellulaire et transmembranaire des produits de la lipolyse. D’autres 
protéines telles que la Cav-1 et la vimentine facilitent l’association des enzymes 
lipolytiques avec les gouttelettes lipidiques et la transduction du signal (Brasaemle et 
al., 2004; Wang et al., 2008). Plusieurs études ont montré le rôle de ces protéines dans 
la modulation de la lipolyse. 
2.5.5.1. La cavéoline 1 au niveau des gouttelettes lipidiques 
La Cav-1 est une protéine abondamment exprimée dans les adipocytes, étant une 
composante de la membrane plasmique. Elle est aussi localisée sur les gouttelettes 
lipidiques (Pilch et al., 2007). En plus d’être impliquée dans le transport des AG comme 
nous l’avons décrit dans la section 2.3.1.3, la Cav-1 joue aussi un rôle dans la lipolyse, 
notamment dans la transduction du signal. En effet, une diminution de la lipolyse 
induite par le CL-316,243, un 3-agoniste, a été observée chez des adipocytes isolés de 
souris déficientes en Cav-1 par comparaison aux adipocytes de souris de type sauvage. 
L’analyse moléculaire a révélé que la PLIN1a des adipocytes de souris déficientes en 
Cav-1 n’était pas phosphorylée après l’induction de la lipolyse, malgré le fait qu’une 
forte activité de la PKA ait été détectée dans les extraits protéiques de ces cellules 
(Cohen et al., 2004). Ceci s’explique par le fait que la Cav-1 favorise la formation d’un 
complexe contenant la sous-unité  catalytique de PKA (PKA-cat) (Razani et al., 1999) 




adipocytes de souris déficientes en Cav-1 (Cohen et al., 2004). Des études in vivo et in 
vitro, notamment sur des cellules HEK 293T, ont démontré que la Cav-1 interagissait 
avec PKA-cat au niveau de son domaine C-terminal (Razani & Lisanti, 2001; Razani 
et al., 1999).  
La migration de la Cav-1 de la membrane vers les gouttelettes dans les 
adipocytes a été observée et serait dépendante de l’activation des kinases Src (Blouin et 
al., 2008; Le et al., 2006) et de la protéine kinase C (PKC) (Oka et al., 1997; Le et al., 
2006). 
 
2.5.5.2. La vimentine 
La vimentine est une protéine de la famille des filaments intermédiaires du 
cytosquelette qui a un rôle important dans le maintien des organelles dans le cytoplasme 
cellulaire dont les gouttelettes lipidiques (Lieber & Evans, 1996; Brandes et al., 1993). 
Après l’induction de la lipolyse, cette protéine est associée avec les gouttelettes 
lipidiques dans les adipocytes (Brasaemle et al., 2004). Les travaux de Kumar ont 
documenté le rôle de l’assemblage des filaments de vimentine dans la transduction du 
signal des 3-AR et l’activation de ERK1/2 dans les adipocytes (Kumar et al., 2007). Il 
a été montré qu’une stimulation des 3-AR chez des adipocytes C3H10T1/2 et 3T3-L1 
permet le recrutement de la kinase Src sur le domaine riche en proline de la région C-
terminale du récepteur, ce qui conduit à l’activation de ERK1/2 (Kumar et al., 2007; 
Robidoux et al., 2006). Une perturbation des filaments de vimentine par le ,’-
iminodipropionitrile, un agent neurotoxique qui détruit les neurofilaments 
intermédiaires sans affecter les filaments d’actine, conduit à une réduction de 40 % de la 
lipolyse induite par le CL-316,243 et à l’inhibition de l’activation de ERK1/2 (Kumar et 
al., 2007). De plus, il a été montré que la LHS est associée à la vimentine dans des 
conditions de stimulation de la lipolyse par les agonistes  sur des adipocytes isolés de 
souris et que cette association est nécessaire à la translocation de la LHS (Shen et al., 




souris déficientes en vimentine chez lesquelles il a été observé une faible translocation 
de la LHS vers les gouttelettes (Shen et al., 2010). Toutefois le mécanisme par lequel la 
LHS lierait la vimentine reste encore à être déterminé. 
2.5.5.3. La protéine FABP4  
La protéine FABP4 aussi appelée aP2 (adipocyte protein-2)  ou encore ALBP 
est une protéine très exprimée dans les adipocytes qui a pour rôle le transport 
intracellulaire des AG (Matarese & Bernlohr, 1988). Elle facilite aussi bien 
l’accumulation des AG que la lipolyse en transportant les AGNEs dans la cellule (Coe 
et al., 1999). Les premières études décrivant le rôle de ce transporteur intracellulaire ont 
été faites chez des souris FABP4
-/-
. Les adipocytes de ces souris possèdent quatre fois 
plus d’AGNEs que les adipocytes de souris de type sauvage et la lipolyse basale est 
réduite de 40 % (Coe et al., 1999). La lipolyse stimulée par l’isoprotérénol est aussi 
réduite 40 % (Coe et al., 1999). La réduction de la relâche du glycérol et des NEFA des 
adpocytes de souris déficientes en FABP4 n’est pas due à une altération de l’expression 
de la LHS ou de PLIN1a (Scheja et al., 1999). Des données obtenues par la technique 
de transfert d’énergie de fluorescence par résonnance (FRET, fluorescence resonance 
energy transfert) suggèrent que la FABP4 lie la LHS seulement sous sa forme 
phosphorylée et que ce complexe migre vers la gouttelette (Smith et al., 2007; Smith et 
al., 2004).  
2.5.5.4. Aquaporine 7 
L’aquaporine 7 (AQP7) est une protéine formant un canal au niveau de la 
membrane plasmique, facilitant le passage aussi bien du glycérol que de l’eau dans les 
adipocytes. Les études chez des souris déficientes AQP7 montrent qu’elles présentent 
de faible taux plasmatiques de glycérol même après traitement par des agonistes β. De 
plus, le contenu en TG des adipocytes de ces souris est élevé, probablement dû à 
l’expression de la glycérol kinase (Hibuse et al., 2005). Ces résultats expliquent 
l’obésité observée chez ces souris. A ce jour, peu d’études ont été  faites afin de 




cette protéine est augmentée pendant le jeûne (Walker et al., 2007) et qu’elle est 
diminuée par l’activation de PKA (Fasshauer et al., 2003). 
2.5.6. Régulation de la lipolyse 
2.5.6.1. Activateurs de la lipolyse 
2.5.6.1.1. Les catécholamines 
Le tissu adipeux blanc est très innervé de neurones des systèmes nerveux 
sympathique et parasympathique. Ces terminaisons neuveuses libèrent des 
neurotransmetteurs dont la noradrénaline et l’adrénaline qui régulent la lipolyse via les 
récepteurs  et  (Kreier et al., 2002). Les deux types de récepteurs contrôlent les 
niveaux intracellulaires d’AMPc et par le fait même l’activité de la kinase dépendante 
de l’AMPc, la PKA. La PKA est une enzyme tétramérique composée de deux sous-
unités catalytiques associées à deux sous-unités régulatrices (Figure 12). Il existe 4 
formes de la sous-unité régulatrice, R1A, R1B, R2A et R2B, dont le profil d’expression 
varie suivant les tissus. Ainsi dans les tissus adipeux blancs expriment principalement la 
sous-unité R2B (Mantovani et al., 2009). 
Les -AR sont des membres de la famille de récepteurs à sept passages 
transmembranaires couplés aux protéines G. Il existe trois sous-types de ce récepteur, 
1, 2 et 3 (Dixon et al., 1986). Le tissu adipeux blanc chez l’humain exprime 
principalement les récepteurs 1 et 2 (Mauriege et al., 1988) tandis que chez les 
rongeurs, le sous-type 3 est plus abondant, autant dans le tissu adipeux blanc que brun. 
Les -AR sont couplés à la protéine Gs qui stimule l’activité de l’adénylate cylase. 
Cette enzyme est responsable de la conversion de l’ATP en AMPc. Ainsi l’activation 
des -AR par la liaison des ligands conduit à une augmentation des concentrations 
intracellulaires d’AMPc (Steinberg & Huttunen, 1972). Les molécules d’AMPc formées 
vont se lier aux sous-unités régulatrices R2B de la PKA, favorisant ainsi la dissociation 
et l’activation des sous-unités catalytiques de celle-ci (Figure 12). L’activation de la 




2006; Belfrage et al., 1980). La phosphorylation de la Ser-492 de PLIN1a permet de 
libérer CGI-58 qui pourra s’associer à l’ATGL. Cette association favorise la migration 
de l’ATGL vers les gouttelettes lipidiques et permet ainsi d’initier la première étape de 
l’hydrolyse des TG. Parallèlement, la phosphorylation de la LHS sur la Ser-660 va 
favoriser la migration de celle-ci vers les gouttelettes et permettre ainsi la formation 
d’un complexe catalytique comprenant la PLIN1a, la Cav-1, la PKA-c et la LHS (Cohen 
et al., 2004; Brasaemle et al., 2004). Ceci initie la deuxième étape de l’hydrolyse des 
TG, soit l’hydrolyse des DAG par la LHS (Figure 13). 
 
Figure 12: Activation de la PKA dans les adipocytes. Inspiré de (Wang et al., 2008). 
AC : adénylate cyclase; - et -AR : récepteur - et -adrénergique; AMPc : adénosine 
monophosphate cyclique; ATP : adénosine triphosphate : C : sous-unité catalytique de 
la PKA; LHS : lipase hormono-sensible; P : phosphorylation; PKA : protéine kinase A; 






Figure 13: Régulation de lipolyse dans un adipocyte blanc. Inspriré de (Duncan et al., 2007). AC, adénylate cyclase; AGNE, acides gras 
non-estérifiés; ATGL, triglycéride lipase adipocytaire; AMP, adénosine monophosphate; AMPc, AMP cyclique; AQP7, aquaporine 7; 
ATP, adénosine triphosphate; Cav-1, cavéoline 1; IRS-1, insulin receptor substrate 1; FABP4, fatty acid binding protein-4, LHS, lipase 
hormono-sensible; LMG, lipase des monoacylglycérol; NPY, neuropeptide Y; PDE3B, phosphodiestérase 3B; PGE2, prostaglandine E2; 





Chez la souris, la stimulation des 3-AR d’adipocytes isolés conduit aussi à 
l’activation des MAP kinases dont ERK. Cette voie compterait pour environ 30 % de la 
lipolyse induite par les agonistes 3-AR (Greenberg et al., 2001). De plus, la stimulation 
des 3-AR conduit aussi au recrutement et à l’activation des kinases Src (Robidoux et 
al., 2006). Il a été démontré que l’activation de cette voie est nécessaire à la 
translocation de Cav-1 (Li et al., 1996) et à la phosphorylation de PLIN1a (Cohen et al., 
2004). 
En plus d’activer la voie de la PKA, la stimulation des -AR des adipocytes 
3T3-L1 active la voie de la PKC (Fricke et al., 2004). La lipolyse induite par la PKC est 
toutefois modérée comparée à celle induite par l’activation de la PKA. L’activation des 
voies PKA et PKC sont indépendante l’une de l’autre, mais ces deux voies agissent en 
synergie sur la relâche du glycérol (Fricke et al., 2004). L’activation de la PKC, tout 
comme la PKA, conduit à la phosphorylation de la LHS, mais pas à celle de PLIN1a 
(Fricke et al., 2004). 
Chez l’humain, la stimulation de la lipolyse dépend du type de dépôt adipeux. 
Les adipocytes humains expriment les récepteurs 2A, 1 et 2 qui ont des effets 
contraires sur la lipolyse. En effet, les récepteurs 2A inhibent la lipolyse tandis que les 
1/2 la stimulent (Figures 11 et 12) (Lafontan & Langin, 2009). La réponse des tissus 
adipeux aux catécholamines va dépendre de la densité des différents récepteurs 
adrénergiques exprimés à la surface des adipocytes, de leur affinité et de la transduction 
du signal en aval des récepteurs (Ramis et al., 2006; Dicker et al., 2004; Pedersen et al., 
2004). Mauriege et ses collaborateurs ont montré que les adipocytes provenant des 
dépôts adipeux sous-cutanés fémoral et abdominal expriment une forte densité de 2A-
AR (Mauriege et al., 1987). Le traitement par une faible concentration d’adrénaline 
induit un effet anti-lipolytique, effet qui est renversé avec une forte concentration 





expriment plus les -AR et sont ainsi plus susceptibles à une lipolyse induite par 
l’adrénaline (Mauriege et al., 1987; Stich et al., 2000). Physiologiquement, les 
adipocytes isolés des dépôts sous-cutanés sont plus hypertrophiés et moins sensibles à la 
lipolyse induite par les catécholamines, mais plus sensibles à l’insuline (Salans et al., 
1973; Weyer et al., 2000).  
Les AGNEs provenant du tissu adipeux viscéral sont directement déversés dans 
la veine porte pour être dirigés vers le foie. Ils sont la cause de l’intolérance au glucose 
et de la résistance à l’insuline (Jensen, 1997; Ramis et al., 2006). Cependant, c’est le 
tissu adipeux sous-cutané abdominal qui contribue majoritairement aux taux 
systémiques d’AGNEs (près de 80 % d’AGNEs circulants), contrairement au tissu 
viscéral, qui ne contribue que pour 20 % (Nielsen et al., 2004; Jensen, 1997; Koutsari & 
Jensen, 2006). Cette large contribution du tissu adipeux sous-cutané abdominal est 
observée dans des conditions normales, c’est-à-dire, lorsqu’il n’y a pas de stimulation 
de la lipolyse dans les adipocytes. En effet, dans les adipocytes isolés du dépôt sous-
cutané abdominal, la lipolyse basale est plus élevée que dans les adipocytes du dépôt 
adipeux viscéral (Tchernof et al., 2006; Jacobsson & Smith, 1972). Ceci pourrait être dû 
au fait que les adipocytes du dépôt sous-cutané abdominal expriment plus l’ATGL et la 
LHS que les adipocytes du dépôt viscéral (Berndt et al., 2008; Reynisdottir et al., 1997). 
Toutefois, en comparant l’index de lipolyse des adipocytes provenant des deux dépôts, 
c’est-à-dire la différence entre la lipolyse stimulée et la lipolyse basale, il a été montré 
que cet index est élevé chez les adipocytes du dépôt viscéral comparés à ceux du dépôt 
sous-cutané abdominal (Tchernof et al., 2006; Jacobsson & Smith, 1972).  
2.5.6.1.2. Les mélanocortines 
Les mélanocortines comprennent l’hormone  de stimulation des mélanocytes 
ou hormone mélanostimulante (-MSH, melanocyte stimulating hormone) et 





du clivage protéolytique de la proopiomélanocortine (POMC). Il existe cinq sous-types 
de récepteurs de mélanocortine (MC1R à MC5R) (Barrett et al., 1994), mais seuls les 
récepteurs MC2R et MC5R sont exprimés par les adipocytes murins et les cellules 3T3-
L1 (Cho et al., 2005; Boston, 1999; Boston & Cone, 1996). MC2R et MC5R sont des 
récepteurs couplés à la protéine Gs, qui lorsqu’activés, stimulent la lipolyse en 
stimulant l’adénylate cyclase chez les adipocytes primaires de souris et les cellules 3T3-
L1 différenciées (Boston, 1999). Du point de vue de la stimulation de l’adénylate 
cyclase et de la lipolyse, l’ACTH est plus puissante que la -MSH (Boston, 1999). Ceci 
serait dû au fait que les deux hormones activent des voies différentes pour induire la 
lipolyse. Dans les cellules 3T3-L1 différenciées, le traitement par des inhibiteurs 
spécifiques de la voie ERK1/2 inhibe la lipolyse induite par la -MSH tandis que la 
lipolyse induite par l’ACTH n’est pas inhibée (Cho et al., 2005; Moller et al., 2011). En 
fait, il a été montré que l’activation du récepteur MC5 avec des ligands spécifiques tels 
que l’-MSH et le PG-901 n’induit qu’une très faiblement augmentation des 
concentrations intracellulaires d’AMPc comparativement à la stimulation du récepteur 
MC2 par l’ACTH chez les adipocytes 3T3-L1 (Moller et al., 2011; Boston, 1999). Par 
contre, ces ligands de MC5R induisent fortement la phosphorylation de ERK1/2. De 
plus, l’ACTH possède une plus grande affinité pour le récepteur MC2 que pour le 
récepteur MC5, contrairement à la -MSH, qui présente une très faible affinité pour le 
récepteur MC2 (Moller et al., 2011; Boston, 1999). Ceci explique la faible induction de 
la lipolyse par la -MSH, observée chez les adipocytes isolés de rat. Ces cellules 
expriment plus le récepteur MC2 (Moller et al., 2011). 
Une autre mélanocortine, la Lys-3-MSH, un peptide de 16 kDa dérivé du 
clivage en C-terminal de POMC, induit fortement la lipolyse dans les 3T3-L1 
différenciées. Cette induction est accompagnée de la phosphorylation de la LHS et de la 






Chez l’humain, c’est le récepteur MC1 qui est le plus exprimé dans les biopsies 
adipeuses et les lignées cellulaires d’adipocytes humains, mais son activation avec un 
agoniste sélectif n’induit pas la lipolyse (Hoch et al., 2008). 
2.5.6.1.3. Thyrotropine  
La thyrotropine (TSH, thyroid stimulating hormone) induit la lipolyse dans les 
adipocytes de la lignée de 3T3-L1 et aussi celle des adipocytes blancs humains. Le 
récepteur de la TSH (TSHr) est un récepteur couplé à la protéine Gs favorisant la 
stimulation de la lipolyse par la TSH dans les cellules 3T3-L1 différenciés. Cette 
stimulation s’accompagne de la phosphorylation de la LHS et de la PLIN1a (Gagnon et 
al., 2010; Thrush et al., 2012). Ainsi, une inhibition de l’activité de la PKA conduit à 
une diminution de la lipolyse stimulée par la TSH et à une réduction de la 
phosphorylation de la LHS et de la PLIN1a. Chez l’humain, les effets de la TSH sur la 
lipolyse sont mitigés. Par exemple, chez les patients ayant subi une thyroïdectomie, 
l’administration de la TSH recombinante humaine n’induit une augmentation de 53 % 
des taux circulants d’AGNEs que chez les sujets ayant un IMC supérieur à 30 kg/m2 
(Gagnon et al., 2010). Ou encore, la TSH ne stimule la relâche du glycérol que dans les 
adipocytes isolés de nouveau-nés âgés de quatre à dix semaines d’âge, pas au-delà, et 
chez les adultes (Marcus et al., 1988; Vizek et al., 1979). Il semblerait que pendant la 
période néonatale, la TSH soit l’hormone stimulatrice de la lipolyse (Marcus et al., 
1988). En effet, les tests avec la noradrénaline ont montré que cette dernière ne stimule 
pas la lipolyse des adipocytes de bébés de moins de dix semaines. Ceci s’explique par le 
fait que le TSHr est très fortement exprimé chez les adipocytes d’enfants en bas âge par 
comparaison aux adultes tels que détectés par buvardage de northen (northen blot) 







Le TNF- est une protéine aussi sécrétée par les adipocytes, mais c’est 
majoritairement les macrophages de la fraction FSV du tissu adipeux qui en secrètent. 
En effet, une infiltration de macrophages dans le tissu adipeux blanc est associée à un 
état d’obésité. Ces cellules produisent de nombreuses cytokines pro-inflammatoires en 
quantité élevée dont le TNF-, conduisant au développement d’une inflammation locale 
et de la résistance à l’insuline.  
Le TNF- lie deux types de récepteur, TNFR1 et TNFR2, tous deux exprimés 
par les adipocytes (Lewis et al., 1991). Mais il a été démontré que c’est l’activation du 
TNFR1 qui induit les effets lipolytiques et ceux liés à la régulation de la sensibilité à 
l’insuline dans les adipocytes. En effet, la déficience en TRNFR1, et non celle en 
TNFR2, améliore la sensibilité à l’insuline dans les adipocytes in vitro (Sethi et al., 
2000). Des études avec des cellules embryonnaires de souris TNFR1
-/-





, ont montré que le TNF- n’induit pas la lipolyse 
contrairement aux cellules embryonnaires de souris TNFR2
-/-
.  
Les effets du TNF- sur l’induction de la lipolyse ont été documentés sur des 
adipocytes de lignées cellulaires et sur des adipocytes isolés murins ou humains. Dans 
tous les cas, le TNF- a induit la lipolyse qu’après six heures de traitement ou plus. Un 
traitement de 24 heures des adipocytes 3T3-L1 avec 10 ng/ml de TNF- conduit à une 
augmentation de la lipolyse (Rahn et al., 2000). Cette lipolyse est dépendante de 
l’activation de la PKA puisque l’inhibition de la PKA avec H89, un inhibiteur 
spécifique de la PKA, abolit complètement la lipolyse induite par le TNF-. 
Parallèlement, le traitement au TNF- a réduit de 50 % l’expression de la 
phosphodiestérase 3B (PDE3B) et de la protéine Gi chez les adipocytes isolés de souris 
(Gasic et al., 1999). L’effet du TNF- sur l’expression de la protéine Gi n’a pas été 





adipocytes murins (Ryden et al., 2004). Toutefois, l’induction de la lipolyse par le TNF-
 dans ces adipocytes humaines est associée diminution de l’expression génique et 
protéique de PLIN1a (Ryden et al., 2004). Outre l’inhibition de l’expression de la 
PDE3B et de la protéine Gi, le TNF- inhibe l’expression génique et protéique de 
PLIN1a par l’activation des cascades des MAP kinases dont ERK1/2 et JNK (c-jun-
NH2-terminal kinase) chez les adipocytes humains et murins (Figure 13). À l’appui, 
l’inhibition de l’expression de la PLIN1a par le TNF- est renversée par un traitement 
avec des inhibiteurs spécifiques de ERK1/2 et JNK (Ryden et al., 2004; Souza et al., 
2003). Récemment, les travaux de Lien et de ses collaborateurs ont montré que le TNF-
 induit la lipolyse des cellules 3T3-L1 différenciées en stimulant l’expression de 
l’oxyde nitrique synthase inductible (iNOS, inducible nitric oxide synthase) et la 
synthèse de l’oxyde nitrique. L’augmentation des concentrations intracellulaires 
d’oxyde nitrique active la voie guanylyl cyclase menant à la phosphorylation de la LHS 
après seulement quatre heures de stimulation au TNF- (Lien et al., 2009). Une autre 
étude a montré qu’un traitement à court terme par le TNF- réduit considérablement 
l’expression de la protéine G0S2, un inhibiteur endogène de l’ATGL (voir section 
2.4.2), favorisant ainsi la liaison du co-activateur CGI-58 à l’ATGL (Yang et al., 2011). 
2.5.6.1.5. Le peptide natriurétique des oreillettes (ANP) 
 L’ANP (atrial natriuretic peptide) est un membre de la famille des peptides 
natriurétiques (ANP, BNP, CNP et DNP) initialement isolé par de Bold et ses 
collaborateurs à partir des granules de sécrétion de l’oreillette au début des années 80 
(de Bold et al., 1981). Ce peptide cause une réponse diurétique et natriurétique 
lorsqu’injecté chez des rats (de Bold et al., 1981). L’ANP se lie sur 2 types de 
récepteur, NPR-A et NPR-B qui forment chacun des dimères après la liaison du ligand. 
NPR-A et NPR-B sont des récepteurs dotés d’une activité guanylyl cyclase (Maack, 





GMPc (guanosine monophosphate cyclique), qui induit des réponses cellulaires par 
l’activation de protéine kinases GMPc-dépendantes (PKGs) (Maack, 1992). NPR-C est 
dépourvu du domaine intracellulaire et est impliqué dans la clairance des peptides 
natriurétiques (Maack, 1992). Ces deux récepteurs sont exprimés dans les reins, les 
glandes corticosurrénales et les adipocytes (Okamura et al., 1988).  
Chez le rat, des études de liaison ont montré que l’ANP liait les membranes des 
adipocytes avec un KD de 0,72 nM (Jeandel et al., 1989; Okamura et al., 1988) et en 
plus, des sites de liaisons ont été détectés dans des compartiments intracellulaires 
(Jeandel et al., 1989). Bien que l’ANP soit capable d’induire une accumulation de 
GMPc dans les adipocytes de rats, la lipolyse n’y est toutefois pas induite (Jeandel et 
al., 1989). En effet, il a été démontré que l’ANP n’induit la lipolyse que chez les 
primates et pas chez les autres espèces (Sengenes et al., 2002). 
Chez des adipocytes isolés du tissu adipeux sous-cutané abdominal de l’humain, 
l’ANP de même que le BNP induisent la lipolyse avec des CE50 (concentration efficace 
50) de 9,8 et 8,3 nM, respectivement (Sengenes et al., 2000). L’induction de la lipolyse 
par l’ANP est accompagnée d’une forte accumulation intracellulaire de GMPc et par 
l’activation de PKG sans toutefois conduire à l’activation de la PDE3B (Sengenes et al., 
2000; Moro et al., 2004), ce qui suggère que cette voie n’est pas inhibée par l’insuline, 
comme c’est le cas pour les agonistes -AR (voir section 2.5.6.2.1) L’induction de la 
lipolyse par l’ANP conduit à la phosphorylation de la LHS et de la PLIN1a (Sengenes et 
al., 2003). 
Il a été rapporté que l’exercice physique conduit à une augmentation de la 
lipolyse dans le tissu adipeux sous-cutané abdominal des hommes non obèses et que 
cette lipolyse est aussi bien induite par l’ANP que par les catécholamines (Moro et al., 





que de l’induction par l’ANP et non par les catécholamines, tel que montré par une 
administration du tertatolol, un antagoniste des 1- et 2-AR (Moro et al., 2008). 
2.5.6.2. Inhibiteurs de la lipolyse 
2.5.6.2.1. L’insuline 
Lors d’un apport en nourriture, l’insuline sécrétée par le pancréas augmente en 
circulation et inhibe la lipolyse tant basale que celle stimulée par les catécholamines. 
Tout comme dans le cas des catécholamines, les mécanismes d’inhibition de la lipolyse 
par l’insuline sont bien documentés. L’insuline lie son récepteur (RI) qui est sous forme 
de dimère ayant plusieurs sites de phosphorylation dans le domaine cytoplasmique. Le 
RI est un membre de la famille des récepteurs tyrosine kinase composés d’un domaine 
extracellulaire de liaison, d’un domaine transmembranaire et d’un domaine catalytique 
intracellulaire sous sa forme monomère (Figure 14). La liaison de l’insuline à à son 
récepteur engendre donc une dimérisation de celui-ci qui conduit à une auto-
phosphorylation du domaine intracellulaire et une phosphorylation des substrats du 
récepteur (IRS1 et 2). Une fois phosphorylés, les IRS serviront de protéines d’ancrage 
pour les protéines ayant un domaine d’homologie SH-2 telles que la kinase-3 
phosphoinositide (PI3-K, phosphatidylinositol 3-kinase), par sa sous-unité p85. PI3-K 
induit la phosphorylation de Akt qui, à son tour, va activer la PDE3B (Figure 14) 
(Wijkander et al., 1998). La PDE3B, qui est la forme la plus abondante dans les 
adipocytes murins (Degerman et al., 1998), est responsable de l’hydrolyse de l’AMPc 







Figure 14: Inhibition de la lipolyse par l’insuline. Inspiré de (Wang et al., 2008). AC : 
adénylate cyclase; -AR : récepteur -adrénergique; 5’-AMP : 5’-adénosine 
monophosphate; AMPc : adénosine monophosphate cyclique; ATP : adénosine 
triphosphate; C : sous-unité catalytique de la PKA; RI : récepteur de l’insuline; IRS-1 : 
substrat du récepteur de l’insuline; LHS : lipase hormono-sensible; P : phosphorylation; 
PDE3B : phosphodiestérase 3B; PDK-1 : Phosphoinositide-dependent kinase-1;PKA : 
protéine kinase A; PKB : protéine kinase B; PLIN1a : périlipine A; R2B : sous-unité 
régulatrice 2B de la PKA. 
Les travaux de Lam au début des années 90 furent les premières études à 
montrer que l’inhibition de l’activité de la PI3-K par la wortmannine, un composé 
d’origine fongique, chez les adipocytes 3T3-L1 et les adipocytes primaires abolissait 
l’effet anti-lipolytique de l’insuline (Lam et al., 1994). Il en est de même lorsque la 





renversée par la wortmannine dans les adipocytes isolés du gras épipdidymaire de rat 
(Moule et al., 1997). L’inhibition de la PI3-K conduit à une réduction l’activité de l’Akt 
induite par l’insuline (Wijkander et al., 1997; Moule et al., 1997). 
Les premières études montrant l’implication de la PDE3B dans les effets anti-
lipolytiques de l’insuline remontent au début des années 90 (Degerman et al., 1990). Il a 
été observé que l’insuline, dans des conditions basales ou stimulées par les 
catécholamines, activait de façon importante la PDE3B par phosphorylation et que cela 
s’accompagnait d’une diminution des taux intracellulaires d’AMPc dans les cellules 
3T3-L1 différenciées et les adipocytes isolés de rat (Vasta et al., 1992; Smith et al., 
1991; Manganiello et al., 1991). Dans la recherche des mécanismes conduisant à 
l’activation de la PDE3B, Rahn et ses collaborateurs ont montré, en utilisant la 
wortmannine sur des adipocytes isolés de rat, que l’induction de l’activité de la PDE3B 
par l’insuline est dépendante de l’activation de la PI3-K (Rahn et al., 1994). Eriksson et 
ses collaborateurs ont montré que les effets anti-lipolytiques de l’insuline sur la lipolyse 
induite par la noradrénaline dans des adipocytes isolés de rat étaient complètement 
bloqués par un inhibiteur sélectif de PDE3B, OPC3911 (Eriksson et al., 1995). Par la 
suite, les travaux de Wijkander et ses collaborateurs ont montré que la PKB/Akt est la 
kinase responsable de l’activation de la PDE3B dans les adipocytes isolés de rat en 
montrant, par chromatographie sur colonne, que la PDE3B co-élue avec l’Akt 
(Wijkander et al., 1998). Récemment, diverses études ont montré que la PDE3B est 
localisée dans le réticulum endoplasmique et au niveau de la couche intracellulaire de la 
membrane plasmique, notamment dans les cavéoles (Berger et al., 2009; Ahmad et al., 
2009; Ahmad et al., 2007; Nilsson et al., 2006). Dans les adipocytes primaires de rats et 
les cellules 3T3-L1 différenciées, la PDE3B est co-localisée avec la Cav-1 et la 
perturbation des cavéoles par un traitement à la -cyclodextrine, ou une répression de 
l’expression de la Cav-1 par ARNsi, induit une perte d’activité de la PDE3B (Ahmad et 





formation d’un macro-complexe protéique qui contient PDE3B activée, IRS-1, Cav-1, 
la sous-unité p85 de PI3-K et Akt dans les compartiments internes (réticulum 
endoplasmique/Golgi) des cellules 3T3-L1 différenciées (Ahmad et al., 2009; Ahmad et 
al., 2007).  
2.5.6.2.2. L’adénosine 
L’adénosine et les agonistes synthétiques du récepteur A1 ont été rapportés pour 
exercer des effets anti-lipolytiques. Le récepteur A1 est un récepteur couplé à la protéine 
Gi, inhibitrice de l’activité de l’adénylate cyclase, conduisant à une diminution de 
l’activité de la PKA. Ce récepteur est très exprimé au niveau des adipocytes et son 
activité conduit à l’inhibition de la lipolyse (Figure 13) (Dhalla et al., 2003). 
L’adénosine est aussi produite par les adipocytes et agirait de façon autocrine/paracrine 
(Dhalla et al., 2003). Dans les des adipocytes murins et humains, le traitement par 
l’adénosine déaminase, une enzyme qui hydrolyse l’adénosine endogène, augmente la 
lipolyse (Johansson et al., 2008; Heseltine et al., 1995; Schwabe & Ebert, 1974). 
L’adénosine et les agonistes du récepteur A1 semblent ne pas avoir d’effets sur la 
lipolyse basale, mais leurs effets anti-lipolytiques sont observés seulement lorsque la 
lipolyse est induite par les catécholamines (Schoelch et al., 2004; Heseltine et al., 
1995). De plus, il a été rapporté que les effets anti-lipolytiques de l’adénosine sont 
additifs à ceux de l’insuline dans les adipocytes (Szkudelski et al., 2009; Johansson et 
al., 2008; Dhalla et al., 2007).  
2.5.6.2.3. Le neuropeptide Y  et le peptide YY 
Le neuropeptide Y (NPY) est un neurotransmetteur présent dans le cerveau et les 
nerfs du système nerveux sympathique ayant des propriétés orexigènes (Kalra & Kalra, 
2004a). Le peptide YY (PYY) par contre, est un peptide sécrété par les cellules 
entérochromaffines du pancréas, le petit intestin et le colon. Il est sécrété sous deux 





et al., 2002). Le NPY et le PYY inhibent de façon importante la lipolyse induite après 
un traitement par l’adénosine déaminase des adipocytes isolés de l’humain et du chien 
(Castan et al., 1992; Valet et al., 1990). Le NPY inhibe la lipolyse aussi bien basale que 
celle induite par l’isoprotérénol dans des adipocytes murins (Yang et al., 2008; Labelle 
et al., 1997) et 3T3-L1 (Bradley et al., 2005). Cet effet anti-lipolytique est aboli en 
traitant ces cellules avec la toxine pertussique, suggérant l’implication de la protéine Gi 
(Valet et al., 1990). Des études de PCR (polymerase chain reaction) ont montré les 
adipocytes sous-cutanés et viscéraux d’origine humaine, murine et canine expriment 
trois sous-types du récepteur de NPY, le Y1, Y4 et Y5 tandis que des études de liaison 
ont montré que le NPY lie préférentiellement le récepteur Y1 (Serradeil-Le et al., 2000; 
Yang et al., 2008) et le PYY le récepteur Y2 (Castan et al., 1992; Batterham et al., 
2002). Dans les adipocytes 3T3-L1, seul le récepteur Y1 est exprimé (Gericke et al., 
2009). Toutefois, des données récentes contredisent les effets du NPY sur la lipolyse 
stimulée dans les adipocytes 3T3-L1. En effet, le NPY potentialise la lipolyse induite 
par l’ISO, mais il demeure inefficace sur la lipolyse basale (Li et al., 2012). Cette 
potentialisation de la lipolyse induite par l’ISO se caractérise par un par un 
rehaussement de la phosphorylation de la LSH. Li et ses collaborateurs expliquent cette 
différence est due aux concentrations d’ISO utilisées. Avec des concentrations d’ISO 
inférieures 50 nM, le NPY potentialise la lipolyse tandis qu’à des concentrations 
supérieure à 50 nM, le NPY inhibe la lipolyse (Li et al., 2012; Valet et al., 1990; 
Bradley et al., 2005). 
2.5.6.2.4. La prostaglandine E2  
La prostaglandine E2 (PGE2) est le principal médiateur lipidique synthétisé et 
sécrété par le tissu adipeux blanc. La PGE2 est synthétisée à partir de l’acide 
arachidonique par l’action enzymatique des cyclooxygénases (COX) -1 et -2, et de la 





intermédiaire, la PGH2 (prostaglandine H2), qui est commune pour la synthèse de des 
PGI2, PGF2, PGD2 et la PGE2 (Funk, 2001). Dans les adipocytes primaires du tissu 
épididymaire de souris, l’inhibition spécifique de la COX-2 conduit à une inhibition de 
la synthèse de la PGE2 et à une augmentation de la lipolyse basale (Fain et al., 2000a). 
L’inhibition de la lipolyse dans ces conditions-ci est caractérisée par une diminution de 
la protéine PLIN1a et une augmentation de la LHS dans les adipocytes 3T3-L1 (Wu et 
al., 2012b). Les effets de la PGE2 sur la lipolyse sont bien documentés. La PGE2 est 
sécrétée par l’adipocyte et agit de façon autocrine/paracrine via son récepteur (EP). Des 
quatre sous-types du récepteur qui existent, le récepteur EP3, couplé à la protéine Gi, 
est le plus abondant dans les adipocytes murins (Jaworski et al., 2009). La PGE2 inhibe 
la lipolyse induite par les catécholamines dans les adipocytes épididymaires de rats 
(Girouard & Savard, 1998; Richelsen & Pedersen, 1987), de souris (Fain et al., 2000b) 
et dans les adipocytes isolés du tissu adipeux sous-cutané humain (Richelsen, 1988; 
Richelsen et al., 1984). 
Des études récentes ont mis en évidence le rôle de la phospholipase A2 (AdPLA, 
adipose-specific phopholipase A2), une enzyme exclusivement exprimée dans les 
adipocytes qui catalyse la réaction de libération des AG en position sn-2 des 
phospholipides enrichis en acide arachidonique (Duncan et al., 2008; Jaworski et al., 
2009). Les adipocytes isolés des dépôts gonadique et inguinal des souris AdPLA
-/-
 ont 
une lipolyse basale et stimulée élevée (Jaworski et al., 2009). La réduction de la PGE2 
due à la perte de la fonction AdPLA cause une diminution de la signalisation par le 
récepteur EP3 qui s’accompagne d’une accumulation d’AMPc intracellulaire et d’une 
activation de la PKA (Jaworski et al., 2009). Ces souris sont résistantes à une obésité 







2.5.6.2.5. L’acide nicotinique et les récepteurs d’acides hydroxy-carboxyliques 
L’acide nicotinique (niacine) est une forme de vitamine B (B3) qui a été pendant 
des années utilisée pour le traitement de dyslipidémies. Les traitements par l’acide 
nicotinique diminuent les facteurs de risques athérogéniques en réduisant les VLDL-
cholestérol, LDL-cholestérol, et les TG et augmentant le HDL-cholestérol. Le récepteur 
de l’acide nicotinique est un récepteur couplé à la protéine Gi. En 2003, trois groupes 
différents ont identifié le récepteur orphelin PUMA-G (protein upregulated in 
macrophages by interferon-gamma) de même que la variante humaine, le récepteur 
HM74 comme le récepteur de l’acide nicotinique (Tunaru et al., 2003; Soga et al., 
2003; Wise et al., 2003). Ce récepteur, maintenant connu sous le nom de récepteur 
GPR109, est très exprimé au niveau du tissu adipeux. Il existe deux sous-types de ce 
récepteur, le GPR109A (HCA2 ou HM74A) et GPR109B (HCA3 ou HM74B). Ces 
récepteurs font partis de la famille des récepteurs d’acides hydroxy-carboxyliques 
(HCA pour hydroxy-carboxylic acid) qui comprend le GPR81 (HCA1) (Blad et al., 
2011). Le GPR81 est activé par le lactate (2-hydroxy-propanoate), le récepteur 
GPR109A par l’acide nicotinique et les corps cétoniques tels que le -hydroxy-butyrate 
(-OHB) et le récepteur GPR109B par les intermédiaires de la -oxydation, notamment 
l’acide 3-hydroxy-octanoïque (Blad et al., 2011).  
Dans les adipocytes de souris et les adipocytes 3T3-L1, l’acide nicotinique et le 
-OHB inhibent la lipolyse en régulant l’activité de l’adénylate cyclase (Zhang et al., 
2005b; Taggart et al., 2005). Une perfusion d’acide nicotinique chez des rats pendant 
une période de cinq heures conduit à une diminution des taux plasmatiques d’AGNEs 
tandis qu’une perfusion de 24 heures augmente les taux plasmatiques d’AGNEs (Oh et 
al., 2011). Ceci est dû au fait que l’acide nicotinique inhibe l’expression de la PDE3B 
dans le tissu adipeux lorsqu’administré à long terme (Oh et al., 2011). Dans les 





et de rat, le lactate inhibe la lipolyse à des concentrations physiologiques (1 mM) en 
activant le GPR81, conduisant ainsi à une inhibition de l’activité de l’adénylate cyclase 
et à une réduction de la production d’AMPc (Liu et al., 2009a; Ahmed et al., 2010).  
2.5.6.2.6. La ghréline, la désacyl-ghréline et les peptides gastro-intestinaux 
La ghréline, un peptide de 28 acides aminés octanoylé sur la sérine en position 3, 
est une hormone gastrique qui augmente en circulation après un jeûne ou une restriction 
prolongée de nourriture. En plus de ses propriétés sécrétagogues de l’hormone de 
croissance, la ghréline stimule l’appetit et module la balance énergétique au niveau du 
système nerveux central en activant les neurones orexigènes et la sécrétion de NPY dans 
l’hypothalamus. Les effets de la ghréline au niveau central sont médiés par l’activation 
du récepteur GHS-R1a (growth hormone secretagogue receptor type 1a). En 
circulation, la ghréline est présente majoritairement (90 %) sous une forme non 
octanoylée (désacyl-ghréline). Toutefois, l’estérification sur la sérine 3 est nécessaire 
pour l’activation du récepteur GHS-R1a. Même si la désacyl-ghréline ne lie pas le 
récepteur GHS-R1a, plusieurs effets biologiques de ce peptide ont été rapportés, dont la 
stimulation de l’accumulation de lipides (Rodriguez et al., 2009) et de l’adipogenèse 
(Thompson et al., 2004) ainsi que des effets cardioprotecteurs. Ceci suggère que la 
désacyl-ghréline agit via un récepteur qui n’est pas encore identifié. 
La ghréline et la désacyl-ghréline inhibent la lipolyse induite par l’ISO dans les 
adipocytes isolés de rats (Muccioli et al., 2004). Dans cette étude, Muccioli et ses 
collaborateurs ont rapporté qu’un traitement de 3 heures avec la ghréline ou la désacyl-
ghréline inhibe la lipolyse induite par l’ISO de façon dose-dépendante. Ils n’ont pas 
détecté l’expression de GHS-R1a sur les adipocytes et ont suggéré que les effets anti-
lipolytiques de la ghréline et de la désacyl-ghréline passent par l’activation d’un autre 
récepteur étant donné que les deux peptides compétitionnent pour le même site de 





et ses collaborateurs avaient aussi rapporté une inhibition de la lipolyse par la ghréline 
et avaient pu détecter l’expression du récepteur GHS-R1a sur les adipocytes de rats 
(Choi et al., 2003). Les effets anti-lipolytiques de ces deux peptides passeraient par 
l’activation de la voie Akt/PDE3B, tel que démontré par les travaux de Baragli et ses 
collaborateurs (Baragli et al., 2011). En effet, le traitement par les inhibiteurs de l’Akt 
et de la PDE3B, de même que l’utilisation d’un analogue non-hydrolysable de l’AMPc, 
inhibe les effets anti-lipolytiques de la ghréline et de la désacyl-ghréline dans des 
adipocytes de rat stimulés par l’ISO ou la forskoline (Baragli et al., 2011). 
À l’opposé, la ghréline ne semble pas avoir d’effets anti-lipolytiques chez les 
adipocytes humains (Kos et al., 2009; Vestergaard et al., 2008). Seule la désacyl-
ghréline inhibe la lipolyse dans les adipocytes isolés des dépôts sous-cutanés 
abdominaux chez la femme (Kos et al., 2009). Une perfusion de ghréline chez l’homme 
induit une lipolyse qui est indépendante de la sécrétion de l’HC (Vestergaard et al., 
2008). 
D’autres hormones impliquées dans la mobilité gastro-intestinale ont montré des 
propriétés adipogéniques et dans le métabolisme lipidiques. Ainsi par exemple, la 
motiline, sécrétée par les cellules M de la muqueuse duodeno-jejunale inhibe la 
libération des AGNEs dans les adipocytes 3T3-L1 (Miegueu et al., 2013a). L’amyline, 
libérée en même temps que l’insuline par les cellules béta des ilôts pancréatiques, inhibe 
la lipolyse basale dans les adipocytes primaires et 3T3-L1 (Miegueu et al., 2013b). La 
sécrétine, elle, est relâchée par les cellules S du duodenum en réponse à l’absorption 
intestinale des AGLC et des AG à chaine moyenne. Elle inhibe aussi la lipolyse basale 
(Miegueu et al., 2013a). Cependant, les mécanismes d’inhibition de ces peptides ne sont 






L’adiponectine (AdipoQ) est une adipokine qui joue un rôle dans dans le 
métabolisme des lipides et des glucides, en améliorant la sensibilité à l’insuline au 
niveau des tissus musculaires et adipeux (Yamauchi et al., 2002). En circulation 
sanguine, l’adiponectine est présente sous forme globulaire à haut poids moléculaire 
(Fruebis et al., 2001). Les récepteurs, AdipoR1 et AdipoR2, sont présents dans presque 
tous les tissus. L’adipocyte n’est pas la seule source d’adiponectine car les 
cardiomyocytes en sécrètent aussi (Pineiro et al., 2005). Les observations décrivant le 
rôle de l’adiponectine dans la lipolyse proviennent du fait que les taux plasmatiques 
d’AGNEs sont très élevés chez les souris AdipoQ-/- à jeun que chez les souris de type 
sauvage. En effet, la stimulation des 3-AR par un agoniste spécifique tel que le 
BRL37344, a montré que les adipocytes de souris déficientes en AdipoQ sécrètent plus 
de glycérol et d’AGNEs que les adipocytes de souris de type sauvage (Qiao et al., 
2011). La surexpression d’adiponectine chez les souris de type sauvage et la ré-
expression de l’adiponectine chez les souris déficientes ont montré que cette adipokine 
inhibe la lipolyse en atténuant la phosphorylation de la LHS au niveau de la Ser-660 et  
dans les adipocytes isolés. Cette atténuation de la phosphorylation serait le résultat de 
l’inhibition de l’expression de la PKA-cat tel qu’observé chez les souris surexprimant 
l’AdipoQ (Qiao et al., 2011). Chez les adipocytes 3T3-L1, les effets anti-lipolytiques de 
l’adiponectine sont médiés par l’activation de l’AdipoR1 (Qiao et al., 2011). Chez les 
adipocytes humains provenant des sujets non obèses, l’adiponectine inhibe aussi la 
lipolyse en activant l’AMPK (Wedellova et al., 2011), ce qui n’est pas le cas chez les 
adipocytes d’origine murine (Qiao et al., 2011). En résumé, la réponse anti-lipolytique 
de l’AdipoQ médiée par l’AdipoR1 dans les adipocytes réduit l’activité de la LHS 







3. La régulation du métabolisme énergétique par le 
système nerveux central et le QRFP 
3.1. La régulation du métabolisme énergétique par le 
système nerveux central  
Le système nerveux central (SNC) joue un rôle important dans la régulation du 
métabolisme énergétique en général et dans la régulation de l’appétit et du métabolisme 
lipidique en particulier. Cette régulation se fait par des signaux hormonaux (ghréline, 
insuline, leptine, etc.), neuronaux, et nutritifs (glucose, AG) (Kalra & Kalra, 2004b; 
Kalra et al., 1999). Certains signaux, qui sont principalement issus de la périphérie, 
informent le SNC sur l’état énergétique de l’organisme. Ceci influence généralement le 
comportement de l’individu (ajustement de la prise de nourriture) ainsi que le 
métabolisme lipidique périphérique. Une région du SNC, l’hypothalamus, est fortement 
impliquée dans la régulation de la prise de nourriture et du métabolisme lipidique (Kalra 
& Kalra, 2004b). 
L’hypothalamus est constitué de grappes neuronales, appelées noyaux, formant 
des circuits interconnectés par des projections axonales. La sensibilité de ces noyaux 
aux hormones et aux nutriments conduit à des modulations de l’expression, de la 
sécrétion et de l’activité de certains neurotransmetteurs. Parmi les structures qui 
compose l’hypothalamus, le noyau paraventriculaire (PVN, paraventricular nucleus), le 
noyau dorsomédian (DMN, dorsomedian nucleus), l’aire latérale (LHA, lateral 
hypothalamus) et l’aire ventromédiane (VMH, ventromedian hypothalamus) sont 
impliqués dans la régulation du métabolisme énergétique. La région VMH est 
constituée du noyau arqué (NA) et du noyau ventromédian (VMN, ventromedian 






Figure 15: Schéma de cerveau de rongeur et des différentes parties du l’hypothalamus. 
Traduit et modifié de (Schwartz et al., 2000). 3V (3ème ventricule), CC (corps calleux), 
CCX (cortex cérébral), DMN (dorsomedian nucleus), FX (fornix), EM (éminence 
médiane), NA (noyau arqué), OC (chiasma optique), PVN (noyau paraventriculaire), 
VMH (ventromedian hypothalamus), .  
3.1.1. Régulation de l’appétit 
Le NA est important dans la régulation de l’appétit en particulier par sa 
proximité du troisième ventricule. Il se trouve à l’interface du liquide céphalorachidien 
et de la circulation sanguine. Cette particularité fait en sorte que cette région est en 
contact avec les signaux (ghréline, leptine, etc.) qui influencent le comportement 
alimentaire (Cone et al., 2001). Une autre particularité du NA est que l’on y retrouve 
une grande diversité de neurotransmetteurs dont le NPY, AgRP (Agouti related 
peptide), POMC et CART (cocain- and amphetamine-related transcript). De plus le NA 






Deux populations de neurones sont retrouvées dans le NA, les neurones qui co-
expriment les peptides NPY et l’AgRP impliqués dans la stimulation de l’appétit, ainsi 
que les neurones qui co-expriment les peptides POMC et CART, ces derniers impliqués 
dans l’inhibition de l’appétit. Les signaux qui stimulent l’appétit et qui diminuent la 
dépense d’énergie (ghréline, QRFP, etc) ont donc tendance à activer la sécrétion de 
NPY et AgRP des neurones NPY/AgRP et/ou inhiber la voie POMC/CART. 
Inversement, les signaux qui inhibent la prise de nourriture (leptine), stimulent la 
sécrétion de POMC et CART des neurones POMC/CART qui s’accompagnent d’une 
augmentation de la dépense d’énergie (Lopez et al., 2007; Morton et al., 2006).  
3.1.1.1. Neurones NPY/AgRP, axe orexigène 
De nombreuses études ont montré l’implication des neurones NPY/AgRP du NA 
dans la régulation de l’appétit. En effet, des injections intra-cérébroventriculaires (i.c.v.) 
de NPY augmentent la prise de nourriture chez les rats et les souris (Billington et al., 
1991). Cette hyperphagie est accompagnée d’une diminution de la dépense d’énergie, 
favorisant ainsi l’anabolisme. Une administration continue de NPY conduit au 
développement de l’obésité chez les rats (Zarjevski et al., 1993). De même, une 
augmentation de l’expression et de la sécrétion de NPY dans le NA a été observée chez 
le modèle génétique de souris obèse ob/ob (Schwartz et al., 1996). Des récepteurs du 
NPY, c’est le récepteur Y5 qui semble médier les effets du NPY dans la régulation de 
l’appétit (Schaffhauser et al., 1997). Bien que le NPY soit un neurotransmetteur du 
signal de l’appétit chez beaucoup d’espèces, il a été montré que la réduction de 
l’expression du NPY par ARN antisens chez les souris ne conduit pas à la réduction de 
l’appétit (Schaffhauser et al., 1997). Ceci est dû au fait que l’AgRP compense la 
réduction du NPY. En effet, une injection i.c.v. d’AgRP chez des souris a montré que ce 
neuropeptide a des propriétés hyperphagiques conduisant au développement de l’obésité 





transgéniques (Ollmann et al., 1997). Du point de vue moléculaire, des expériences 
chez des rats ont montré que l’AgRP antagonise les effets de la -MSH sur les 
récepteurs MC3 et MC4 (Rossi et al., 1998; Ollmann et al., 1997).  
Les neurones NPY ont des projections dans le PVN et la LHA (Fetissov et al., 
2004). Elles projettent aussi dans le NA où elles connectent avec les neurones POMC 
(Horvath et al., 1997). Les neurones NPY secrètent aussi un autre neurotransmetteur, le 
GABA, qui inhibe la sécrétion de POMC (Horvath et al., 1997). 
3.1.1.2. Neurones POMC/CART, axe anorexigène 
La -MSH est la principale hormone sécrétée par les neurones POMC. Comme 
nous l’avons déjà dit dans la section 2.5.6.1.2, la -MSH est le produit du clivage 
protéique de POMC. Le principal sous-type de récepteur de la -MSH au niveau 
hypothalamique est le MC4 (Butler & Cone, 2002). La fonction des neurones POMC a 
été mise en évidence dans des expériences in vivo sur des souris ayant reçues des 
agonistes MC4R de manière i.c.v. Ces expériences ont montré une réduction de la prise 
de nourriture ainsi qu’une réduction des masses corporelle et adipeuse (Fan et al., 
1997). Plus tard, des expériences avec des souris déficientes en MC4R ont montré que 
celles-ci sont hyperphagiques et développent l’obésité (Butler & Cone, 2002). Ces 
observations confirment le rôle de la -MSH dans l’inhibition de l’appétit. Chez 
l’humain, il existe des mutations dans le gène Mc4r qui seraient responsables du 
développement de l’obésité (Farooqi & O'Rahilly, 2007). 
 
3.1.2. Régulation hypothalamique du métabolisme lipidique 
De nombreuses études ont documenté le rôle crucial de l’hypothalamus dans la 
régulation du métabolisme lipidique. Ces études s’accordent sur le fait que l’AMPK 





du métabolisme lipidique (Blanco Martinez de et al., 2011). La fonction de l’AMPK au 
niveau cellulaire est d’agir comme senseur intracellulaire d’énergie qui est activé 
lorsque le ratio AMP:ATP augmente. En d’autres termes, l’augmentation de la 
concentration intracellulaire de l’AMP, qui est synonyme de consommation d’ATP, 
active l’AMPK. Cette activation a pour conséquence de réduire les voies de 
consommation d’ATP et de favoriser les voies de production, telles que la -oxydation. 
Physiologiquement, une activation de l’AMPK au niveau de l’hypothalamus se traduit 
par une diminution de la dépense d’énergie et une augmentation de la prise de 
nourriture (Figure 16). 
L’AMPK est un complexe hétérodimérique comprenant une sous-unité 
catalytique  et deux sous-unités régulatrices  et  (Figure 16). L’AMPK est activée 
par phosphorylation sur le résidu Thr-172 de sa sous-unité  par plusieurs kinases dont 
LKB1 et CaMKK2 (CaMK-kinase) (Woods et al., 2005; Sanders et al., 2007). Au 
niveau périphérique, notamment au niveau du tissu musculaire et du tissu adipeux brun, 
l’activation de l’AMPK favoriserait la -oxydation des lipides. En fait, l’AMPK 
inactive l’ACC par phosphorylation et empêche ainsi la formation du malonyl-CoA 
(Figure 16). Ce dernier est un inhibiteur endogène de la CPT-1 (carnitine 
palmitoyltransférase) qui a pour rôle de permettre le transfert des acyls-CoA dans la 






Figure 16: Mécanisme d’activation de l’AMPK dans l’hypothalamus. Traduit et modifié 
de (Blanco Martinez de et al., 2011). ACC : acétyl-CoA carboxylase, AgRP : agouti 
related peptide, AMPK : AMP-activated protein kinase, ATP : adénosine triphophate, 
CPT-1 : carnitine palmitoyltransférase-1, FAS : fatty acid synthetase, GLP-1 : 
Glucagon-like peptide-1. 
Plusieurs études ont montré que le métabolisme lipidique (-oxydation) est un 
mécanisme crucial dans la régulation de l’homéostasie énergétique, impliquant 
principalement les enzymes AMPK, ACC, FAS et CPT-1 (Lage et al., 2008). La 
leptine, par exemple, diminue l’activité de l’AMPK dans le NA et le PVN. De même, 
l’expression d’un dominant négatif de la sous-unité  de l’AMPK dans l’hypothalamus 





forme constitutivement active induit des effets inverses (Minokoshi et al., 2004). Ces 
résultats ont confirmé des données antérieures qui avaient montré que l’administration 
intrapéritonéale (i.p.) de la cérulénine ou du composé C75, des inhibiteurs de la FAS, 
induit une accumulation du malonyl-CoA dans l’hypothalamus de souris. Ce traitement 
conduit à une réduction de l’expression des neurotransmetteurs NPY/AgRP et à une 
augmentation de celle de POMC/CART menant à une diminution de la prise de 
nourriture (Loftus et al., 2000). Le fait de bloquer l’activité de la FAS conduit à une 
augmentation des concentrations du malonyl-CoA, ce qui cause une inhibition de 
l’activité de la CPT-1 et une diminution de la prise de nourriture (Hu et al., 2003). De 
même, une ablation par ARN antisens de la CPT-1 hypothalamique résulte en une 
diminution de la prise de nourriture (Wolfgang et al., 2006; Obici et al., 2003). La 
diminution de la prise de nourriture est aussi observée suite à l’activation de l’ACC ou à 
l’inhibition de l’AMPK dans les neurones NPY/AgRP. Ceci conduit à l’inhibition de 
l’expression et de la sécrétion de NPY (Dhillon et al., 2011; Gao et al., 2007). 
3.1.3. La leptine et le métabolisme énergétique 
La leptine est un exemple de peptide provenant d’un tissu périphérique et qui 
régule l’appétit. La leptine est une adipokine sécrétée par les adipocytes qui a montré 
des propriétés anorexigènes lorsque injectée chez des rongeurs. Les effets de la leptine 
sont médiés par son récepteur (OB-R), qui est un membre de la famille des récepteurs 
des cytokines de classe 1 caractérisée par la cascade de signalisation impliquant  JAK2 
(Janus kinase) et STAT3 (signal transducer and activator of transcription-3) (Vaisse et 
al., 1996). Le récepteur OB-R se subdivise en six sous-types de différentes longueurs et 
c’est la forme la plus longue du récepteur (OB-Rb) qui est exprimée dans 
l’hypothalamus. Dans le NA, la leptine inhibe directement les neurones NPY/AgRP et 
les neurones NPY/GABA tandis qu’elle stimule les neurones POMC/CART (Cowley et 





de l’appétit par la leptine conduit à l’inactivation de l’AMPK dans le NA et le PVN. En 
effet, une injection dans la LHA ou une injection i.c.v. de leptine produit des effets 
anorexigènes traduits par une augmentation l’activité de l’ACC et par une diminution 
celle de l’AMPK hypothalamique chez les souris (Gao et al., 2007; Minokoshi et al., 
2004). À l’opposé, une injection i.c.v. de leptine à des souris exprimant la forme active 
de l’AMPK dans l’hypothalamus, résulte en une perte des effets associés à la leptine 
(Figure 17) (Minokoshi et al., 2004). 
 
 
Figure 17: Représentation schématique de l’activation de du récepteur OB-Rb de la 
leptine au niveau hypothalamique. Traduit et modifié de (Dieguez et al., 2011). ACC: 
acétyl-CoA carboxylase, AgRP: agouti related peptide; AMPK: AMP-activated protein 
kinase; ATP : adénosine triphosphate; CART : cocaine- and anphetamine-related 
transcript; CPT-1 : carnitine palmitoyltransférase-1; FAS: fatty acid synthetase; JAK : 
Janus kinase; NPY : neuropeptide Y; POMC: proopiomelanocortine; MCR : récepteur 
des mélanocortines; SNS : système nerveux sympathique 
Au-delà de ses effets sur l’appétit, l’injection de la leptine au niveau central 
modifie aussi le métabolisme périphérique des lipides. Ainsi, une infusion i.c.v. de 





le tissu adipeux blanc caractérisée par une diminution de l’expression de la SCD-1, de 
l’ACC1 (voir section 2.1 et figure 5) et de la LHS dans ce tissu ainsi que de l’UCP-1 
dans le tissu adipeux brun (Buettner et al., 2008; Gallardo et al., 2007; Tajima et al., 
2005). L’effet inhibiteur de la leptine sur la lipogenèse est complètement perdu lorsque 
les rats subissent une dénervation sympathique du tissu adipeux, suggérant l’implication 
du système nerveux sympathique pour relayer les effets centraux de la leptine (Buettner 
et al., 2008).  
 
3.2. Les peptides QRFP (pyroglutamylated RF-amide 
peptides) 
3.2.1. Identification et structure du QRFP 
Au cours des deux dernières décennies, des peptides ayant dans la partie C-
terminale un motif distinct et conservé en acides aminés (Arg-Phe-NH2) ont été 
identifiés chez les invertébrés (Chartrel et al., 2002), dont le Caenorhabditis elegans (Li 
et al., 1999). Ces peptides ont été classifiés dans la famille des peptides RFamides 
(RFa). Chez les vertébrés et les mammifères en particulier, quelques peptides ont été 
clonés notamment les neuropeptides FF (NPFF) et AF (NPAF), le PrRP (prolactin-
releasing peptide) (Hinuma et al., 1998), les kisspeptines (Ohtaki et al., 2001) et RFRP-
1/GnIH (gonadotropin-inhibitory hormone) (Tsutsui et al., 2000; Hinuma et al., 2000). 
En 2003, trois groupes de recherche ont identifié chez l’humain, le rat et la souris un 
peptide de 26 acides aminés dont la séquence est homologue à celle identifié chez la 
grenouille (Chartrel et al., 2003; Fukusumi et al., 2003; Jiang et al., 2003b). Ce peptide 
fait partie de la famille des RFamides. Il a été nommé 26RFa (pour peptide RFamide de 
26 acides aminés) ou QRFP-26 (pour queue RF peptide 26) ou P518 (pour peptide 518). 





enképhaline-amide (YGGFMRFamide), un dérivé des enképhalines (Fukusumi et al., 
2003). 
Afin d’identifier le QRFP-26, le groupe de Zhang (Egido et al., 2007) a utilisé 
une approche informatique. Avec l’algorithme d’homologie peptidique (PepPat) (Jiang 
et al., 2003a) ils ont cherché dans la base de données du génome humain les protéines 
ou exons contenant un motif Arg-Phe-Gly[Lys-Arg]. Dans ce motif, la séquence 
Gly[Lys-Arg] correspond au signal de digestion par les protéases de pro-hormones ainsi 
qu’à l’amidation après le résidu Gly (Figure 18). Les candidats retenus ne devaient 
contenir que la séquence de peptide signal qui permet à une protéine synthétisée d’être 
dirigée vers les compartiments intracellulaires. Cette méthode leur a permis d’identifier 
un pro-peptide de 126 acides aminés, le précurseur du QRFP-26/26RFa chez l’homme 
et chez la souris. Par la même approche, le groupe de Fujino (Fukusumi et al., 2003) a 
identifié et cloné l’ADNc des précurseurs du 26RFa nommé prépro-QRFP chez 
l’humain, le rat, la souris et le bœuf. Le groupe de Vaudry (Chartrel et al., 2003) a 
utilisé une approche différente pour identifier le QRFP-26/26RFa. Sachant que le 
cerveau de grenouille renferme une grande quantité de neuropeptides, ils en ont purifié 
les extraits protéiques par HPLC (chromatographie liquide à haute performance) en 
phase inverse. Les fractions recueillies ont ensuite été dosées par des essais 
immunoradiologiques. L’analyse par spectroscopie de masse des séquences 
immunoréactives a mis en évidence deux peptides qui ont servi à l’identification du 
prépro-QRFP chez l’humain et chez le rat. Récemment, des homologues du QRFP-26 
ont été clonés du cerveau d’oiseaux, notamment de la caille (Ukena et al., 2010), de la 
poule (Ukena et al., 2010) du diamant mandarin (Tobari et al., 2011) ainsi que du 









Figure 18: Alignement de séquence du prépro-QRFP de différentes espèces. Traduit de 
(Ukena et al., 2011). Régions conservées (boites grises et noires), site de clivage 
dibasique Lys-Arg (KR) ou monobasique Arg (R) (flèches rouges). Séquence du QRFP-

















Humain 136 TSGPLGNLAEELNGYSRKKGGFSFRF-NH2 100 
Bœuf  134 VGGLLGTLAEELNGYSRKKGGFSFRF-NH2 85 
Rat/Souris 124 ASGPLGTLAEELSSYSRRKGGFSFRF-NH2 80 
Grenouille 138 VGTALGSLAEELNGYNRKKGGFSFRF-NH2 77 
Caille 120 GGGGTLGDLAEELNGYSRKKGGFAFRF-NH2 78 
Poule 122 GGGGTLGDLAEELNGYGRKKGGFAFRF-NH2 74 
Diamant 
mandarin 
152 SGTLGNLAEEINGYNRRKGGFTFRF-NH2 73 
Poisson 
rouge 
168 QNEALTSIAGGLQAFNRQKGGFGFRF-NH2 43 
Tableau V. Séquences du QRFP-26/26RFa chez différentes espèces. Traduit et modifié 
de (Chartrel et al., 2011) 
Le prépro-QRFP chez les mammifères présente plusieurs sites monobasiques R 
(Arg) susceptibles d’engendrer, lors de sa protéolyse des formes différentes (Figure 18) 
(Seidah et al., 1998). Ceci explique la présence d’un peptide de 43 acides aminés 
(QRFP-43/43RFa) dans les extraits hypothalamiques humains et de rats (Bruzzone et 
al., 2006; Takayasu et al., 2006). Dans des expériences in vitro, il a été démontré que le 
QRFP-43 est produit dans les cellules CHO transfectées avec l’ADNc du prépro-QRFP 
humain (Fukusumi et al., 2003). À part cette forme, la séquence du QRFP-26 contient 
un site de protéolyse susceptible de générer un fragment QRFP-26(20-26), tandis que le 
prépro-QRFP lui-même, contient des sites de protéolyse (Arg-79 et Arg-90) pouvant 





fragments n’ont jamais pu être détectés in vivo et in vitro. Chez les oiseaux, le prépro-
QRFP contient un site dibasique KR (Lys-Arg) qui constitue un site préférentiel pour 
les protéases de pro-hormones, engendre un peptide de 27 acides aminés identifié chez 
la caille (Ukena et al., 2010; Tobari et al., 2011). Par contre, chez les mammifères et les 
poissons, la séquence de QRFP-26 est précédée d’une Lys qui n’est pas un site pour les 
protéases. Les mécanismes menant à la formation de QRFP-26 demeurent inconnus.  
Dans une solution de méthanol, le QRFP-26 adopte une conformation hélice- 
(Pro4 à Arg17) flanquée de régions désorganisées en N- et C-terminal (Thuau et al., 
2005). Dans l’eau, l’hélice- se forme entre les résidus 6 et 15. La région formant 
l’hélice- est très conservée chez les amphibiens et les mammifères tandis que la région 
« octapeptide » en C-terminal est très conservée entre les espèces (Tableau V et Figure 
18). 
3.2.2. Localisation, distribution et expression 
Les études menées par différents groupes en utilisant les techniques 
d’hybridation in situ ou de RT-PCR (reverse transcription-PCR) ont montré que le 
prépro-QRFP est principalement exprimé au niveau central dans l’hypothalamus. Chez 
les mammifères, l’expression de l’ARNm a été observée dans le VMN, le PVN et la 
LHA (Takayasu et al., 2006; Bruzzone et al., 2006; Chartrel et al., 2003; Fukusumi et 
al., 2003; Jiang et al., 2003b). Chez les oiseaux, le transcrit du prépro-QRFP est localisé 
dans le noyau latéral antérieur de l’hypothalamus (Ukena et al., 2010) tandis que chez 
les poissons, l’expression du prépro-QRFP est forte dans le thalamus et l’hypothalamus 
(Tobari et al., 2011). Par les approches d’hybridation in situ et d’immunohistochimie, il 
a été possible d’identifier et de localiser les neurones -ainsi que leur projection dans le 
cerveau. Ainsi chez l’humain, les neurones qui expriment le prépro-QRFP se retrouvent 
principalement dans le PVN et le VMN de l’hypothalamus ainsi que dans la corne 





neurones prépro-QRFP ont été détectés dans le NA, la LHA, le VMN et le noyau rétro-
chiasmatique (Kampe et al., 2006; Fukusumi et al., 2003; Chartrel et al., 2003; 
Bruzzone et al., 2007). Chez la souris par contre, les neurones prépro-QRFP sont 
détectés dans le VMN et la LHA (Takayasu et al., 2006). Chez les oiseaux, les neurones 
prépro-QRFP sont détectés dans la LHA, le VMN et le noyau antérieur chez le diamant 
mandarin (Tobari et al., 2011) tandis que chez la caille et la poule, le prépro-QRFP est 
exprimé dans le noyau antérieur seulement (Ukena et al., 2010). 
En plus de son expression abondante au niveau central, le prépro-QRFP est aussi 
exprimé chez les mammifères au niveau des tissus périphériques tels que les testicules, 
la prostate, les poumons, les reins, la glande thyroïde, le tissu adipeux blanc et la rate 
(Zhang et al., 2007; Jiang et al., 2003b; Fukusumi et al., 2003). Au niveau central, 
l’expression du prépro-QRFP semble être augmentée lors d’un jeûne de 48 heures et 
plus chez le poisson (Liu et al., 2009b) et chez la souris (Takayasu et al., 2006). 
3.2.3. Le GPR103, récepteur des QRFP 
Les peptides QRFP ont été identifiés comme des ligands endogènes du récepteur 
couplé aux protéines G jadis orphelin, le GPR103 (AQ27 ou SP9155) (Fukusumi et al., 
2003; Jiang et al., 2003b; Lee et al., 2001). En 2003, Fukusumi et de ses collaborateurs 
ont identifié le GPR103 en cherchant un récepteur qui pouvait lier la Met-enképhaline-
amide (Fukusumi et al., 2003). Le GPR103 présente une homologie de 50 % avec le 
récepteur du neuropeptide FF (NPFF2 ou GPR74), le récepteur de l’orexine (OX2) et 
celui de la cholécystokinine (CCK) (Jiang et al., 2003b; Fukusumi et al., 2003). 
Des essais de liaison compétitive sur des membranes de CHO transfectées avec 
le GPR103 humain ont montré que le QRFP-43 est plus puissant (CI50 = 0,52 nM) que 
le QRFP-26 (CI50 = 3,2 nM) (Fukusumi et al., 2003). Les mêmes expériences ont 
montré que la région C-terminale (octapeptide) des QRFP est importante pour la liaison 





puissant (Fukusumi et al., 2003). De plus, lorsque la fonction amide est changée pour 
une fonction hydroxyle, le QRFP-26 perd son pouvoir de compétition (CI50 = 1200 nM) 
(Fukusumi et al., 2003; Jiang et al., 2003b). 
L’ADNc du GPR103 a été isolé chez les mammifères (Adams et al., 2006; Jiang 
et al., 2003b; Fukusumi et al., 2003) et chez les oiseaux (Tobari et al., 2011; Ukena et 
al., 2010). Le GPR103 est un récepteur à sept passages transmembranaires (Figure 19) 
dont la longueur varie de 425 à 433 acides aminés selon les espèces. La structure du 
récepteur est très conservée entre les espèces. Des essais sur des cellules HEK et des 
CHO transfectées avec le GPR103 humain ont montré que les QRFP induisent une 
augmentation des concentrations intracellulaires de Ca
2+
 et une inhibition de l’AMPc, 
suggérant que le récepteur est couplé à la protéine Gq et/ou Gi (Takayasu et al., 2006; 
Fukusumi et al., 2003; Jiang et al., 2003b). Cependant, chez des cellules isolées de la 
région antérieure de l’hypophyse, le traitement au QRFP-26 induit une augmentation 
des concentrations intracellulaires de l’AMPc (Chartrel et al., 2003). Les mécanismes 








Figure 19: Comparaison des séquences du GPR103 humain, de rat (GPR103A) et de la 
poule. DTM, domaine transmembranaire (souligné), boites noires et grises, régions 
conservées entre les espèces. Traduit et modifié de (Ukena et al., 2011). 
Chez la souris et chez le rat, deux types de récepteurs ont été identifiés, à savoir 
le GPR103A et le GPR103B (Takayasu et al., 2006; Kampe et al., 2006). Le GPR103B 
de rat a une homologie de 78 % avec la GPR103A et de 82 % avec le GPR103 humain, 
tandis que l’homologie entre le GPR103A de rat et le GPR103 humain est de 84 % 
(Kampe et al., 2006). Chez la souris, le GPR103A a une homologie de 79 et 75 % avec 
le GPR103 humain et le GPR103A de rat, respectivement, tandis que l’homologie entre 
les GPR103A et GPR103B est de 83 % (Takayasu et al., 2006). Les études de 





radioactif sur des membranes de COS-7 transféctées transitoirement avec le GPR103A 
ou le GPR103B de souris (CI50 de 38 et 32 nM, respectivement) (Takayasu et al., 
2006). Le QRFP-43 est plus puissant pour l’augmentation de la concentration 
intracellulaire de Ca
2+
 dans les cellules HEK transfecetées avec le GPR103B que le 
GPR103A de souris (EC50 de 61 et 93 nM, respectivement) (Takayasu et al., 2006). 
3.2.4. Propriétés physiologiques 
3.2.4.1. Régulation de  la sécrétion des hormones hypophysaires et stéroïdiennes 
En plus de stimuler l’appétit (voir la section 3.2.4.4), il a été rapporté que 
l’administration du QRFP module les hormones sexuelles et les hormones stéroïdiennes. 
L’administration i.c.v. des QRFPs augmente les taux plasmatiques de la LH (hormone 
lutéinisante) et de la FSH (hormone folliculo-stimulante) chez les rongeurs (Patel et al., 
2008; Navarro et al., 2006). Cependant, deux études ont rapporté des effets contraires 
des QRFP sur la stimulation de la sécrétion de la LH et de la FSH au niveau 
hypophysaire. Dans l’étude de Patel et ses collaborateurs, l’augmentation des taux de 
ces hormones n’était pas due à un effet direct des QRFPs sur l’hypophyse. Dans cette 
étude, aucune modulation de la sécrétion la LH ni de la FSH de n’a été observée après 
quarante minutes de traitement par le QRFP-43 (2 nmol) sur des morceaux du lobe 
antérieur de l’hypophyse de rat mâle. Seule la sécrétion de la GnRH (gonadolibérine ou 
gonadotrophin releasing hormone) a été augmentée. La même observation a été faite 
chez des lignées cellulaires sécrétrices de GnRH (Patel et al., 2008). Dans l’étude de 
Navarro et ses collaborateurs, les QRFP-26, -43 et QRFP(20-26) (1 nmol) ont augmenté 
directement la sécrétion de la LH et de la FSH de lobes antérieurs de l’hypophyse de 
rats après une heure et plus de traitement (Navarro et al., 2006). De plus, les QRFPs 
potentialisent la sécrétion de la LH et la FSH induite par la GnRH sur des explants de 
lobes antérieurs de l’hypophyse. Contrairement à l’étude de Patel, l’administration i.c.v. 





2006). Ces différences peuvent être dues à la durée du traitement et aux concentrations 
utilisées. Ainsi, les effets directs sur la sécrétion des hormones LH et FSH dépendent de 
la durée du traitement, tandis que les taux plasmatiques dépendent de la dose utilisée 
(Navarro et al., 2006). L’administration i.p. des QRFPs chez les rongeurs n’a eu aucun 
effet sur les concentrations plasmatiques de LH et FSH (Patel et al., 2008; Navarro et 
al., 2006). Chez le poisson par contre, l’administration i.p. du QRFP-26 augmente les 
taux plasmatiques de la LH (Liu et al., 2009b). 
Les QRFPs ont montré des propriétés sécrétrices de la prolactine (PRL) et de 
l’HC chez les primates. Lorsqu’administrés par voies i.v., les QRFP-43 et -26 
augmentent les taux plasmatiques de la PRL chez les primates (Wahab et al., 2012). Par 
contre, l’augmentation de la sécrétion de l’HC n’a été observée que chez primates 
traités avec le QRFP-26 (Qaiser et al., 2012). Chez ceux traités avec le QRFP-43, une 
diminution de la sécrétion de l’HC a été observée. Cette différence n’est pas encore 
expliquée. 
Chez le rat, la forte expression du GPR103 au niveau des glandes surrénales 
suggère un effet des QRFP sur la sécrétion des hormones stéroïdiennes (Fukusumi et 
al., 2003). En effet, l’administration i.v. du QRFP-43 chez le rat augmente de façon 
dépendante de la dose les taux plasmatiques d’aldostérone, mais pas ceux de la 
testostérone et de la corticostérone (Patel et al., 2008; Fukusumi et al., 2003). De même, 
l’administration i.v. des QRFP-43 et -26 ne module pas les taux plasmatiques de la 
testostérone chez les primates, probablement dû au fait qu’il n’y a pas de changement de 
la sécrétion de la LH (Wahab et al., 2012). 
3.2.4.2. Régulation de la douleur 
La présence du GPR103 et du QRFP-26 a été détectée dans la moelle épinière, 
notamment dans la corne dorsale de la moelle épinière et dans le noyau thalamique 





douleur. Le QRFP-26, lorsqu’administré par voies intrathécale et i.c.v., a un effet 
analgésique sur la douleur d’origine inflammatoire, mais n’a aucun effet sur la douleur 
d’origine thermique (Yamamoto et al., 2009; Yamamoto et al., 2008). De plus, le 
QRFP-26 atténue aussi l’allodynie mécanique (douleur causée par un stimulus qui 
normalement ne produit pas de douleur) causée par la ligature du nerf sciatique 
(Yamamoto et al., 2011). 
3.2.4.3. Régulation de la pression artérielle 
Le fait que des transcrits du GPR103 ont été identifiés dans des régions du 
cerveau contrôlant la fonction cardiaque tel le noyau du tractus solitaire, suggère que les 
QRFPs moduleraient la fonction cardiaque (Navarro et al., 2006). En effet, des 
injections i.c.v. de QRFP-43 à des souris conduisent à une augmentation de près de 
deux heures de la pression artérielle et du rythme cardiaque (Takayasu et al., 2006). 
Chez des rats anesthésiés, l’administration i.v. du QRFP-26 ou des fragments QRFP(8-26) 
et QRFP(19-26) augmente le rythme cardiaque et la pression artérielle (Fang et al., 2009). 
De plus, les fragments QRFP(8-26) et QRFP(19-26) induisent des augmentations 
dépendantes de la dose de la pression artérielle et du rythme cardiaque. Toutefois, 
l’effet sur la pression artérielle suivant l’administration du QRFP-26 est biphasique, 
c’est-à-dire que le peptide induit une hypotension suivie d’une hypertension. 
L’hypotension engendrée par le QRFP-26 n’est pas altérée par une vagotomie cervicale 
ou par les antagonistes - et -AR, tandis que l’hypertension et l’augmentation du 
rythme cardiaque sont atténués. 
3.2.4.4. Régulation de l’appétit 
Les premières propriétés physiologiques décrites après la découverte des QRFPs 
étaient leur capacité à stimuler l’appétit. Ce qui est confirmé par le fait qu’une forte 
expression du prépro-QRFP a été rapportée dans les régions du cerveau contrôlant 





aussi exprimé dans ces régions en plus d’être exprimé dans d’autres régions du cerveau 
tel que le noyau du tractus solitaire (Bruzzone et al., 2007). Les expériences menées in 
vivo ont en effet confirmé le rôle des peptides QRFP dans la régulation de l’appétit. 
Ainsi chez les oiseaux, tout comme chez les poissons, l’administration du QRFP-26 
induit aussi une augmentation de la prise de nourriture (Tobari et al., 2011; Ukena et al., 
2010), tandis chez les rongeurs, les effets d’une injection i.c.v. de QRFP varient suivant 
le type de diète et de souche de l’espèce. Par exemple, lorsque les souris de background 
CD1 albinos sont privées de la moitié de leur ration quotidienne de nourriture pendant 
18 heures, l’injection i.c.v. du QRFP-26 provoque une augmentation de la prise de 
nourriture pendant les deux premières heures suivant l’injection (Chartrel et al., 2003). 
Lorsque les mêmes souris ont accès à la moitié de leur ration quotidienne de nourriture 
8 heures avant l’expérience, l’injection des peptides QRFP-26, QRFP-43 ou QRFP(20-26) 
induit une augmentation de la prise de nourriture pendant les 60 premières minutes 
suivant l’injection (do Rego et al., 2006). Chez des souris C57BL/6J, les injections i.c.v. 
de QRFP-43 et -26 induisent aussi une augmentation de la prise de nourriture les deux 
premières heures suivant les injections (Takayasu et al., 2006). Un traitement chronique 
par le QRFP-43 pendant treize jours exacerbe la prise de nourriture lorsque les souris 
C57BL/6J sont sous diète riche en lipides. Ces souris développent une hyperphagie et 
l’obésité, caractérisées par une augmentation des taux plasmatiques d’insuline, de 
leptine et de cholestérol total, ainsi que par des concentrations de TG hépatiques élevées 
et par une diminution de la thermogenèse (Moriya et al., 2006). Ces observations 
suggèrent un rôle des QRFPs dans la régulation du métabolisme énergétique.  
Chez les rats Sprague-Dawley qui ne sont pas à jeun, l’administration i.c.v. du 
QRFP-26 entraine une augmentation de la prise de nourriture les deux heures suivant 
l’injection (Kampe et al., 2006). De plus, les effets d’une administration du QRFP-26 
sur la prise de nourriture ne sont observés que lorsque les injections sont faites pendant 





QRFP-26 produit une augmentation de la prise de nourriture pendant presque six heures 
suivant l’injection i.c.v. (Lectez et al., 2009). Chez les rats Long-Evans soumis à une 
diète riche en lipides, les QRFPs stimulent la prise de nourriture pendant quatre heures 
suivant l’injection i.c.v. des peptides, tandis qu’ils n’ont aucun effet orexigène lorsque 
les rats sont soumis à une diète normale (Primeaux, 2011; Primeaux et al., 2008). 
De manière générale, les effets orexigènes des QRFP sont dépendants de 
l’expression du NPY au niveau hypothalamique (Lectez et al., 2009; Takayasu et al., 
2006). En effet, le traitement des explants hypothalamiques de rats avec du QRFP-26 
inhibe la production de la POMC et la sécrétion de la -MSH induites par la leptine 
tandis qu’il stimule l’expression et la sécrétion du NPY (Lectez et al., 2009). En 
présence des antagonistes des récepteurs Y1 et Y5, l’effet inhibiteur du QRFP-26 sur la 
production de la POMC et la sécrétion de la -MSH induites par la leptine est renversé. 
De plus, l’administration i.c.v. d’un antagoniste du récepteur Y1 de NPY réduit 
considérablement la prise de nourriture induite par le QRFP-43 chez la souris (Takayasu 
et al., 2006). 
Récemment, des expériences effectuées chez l’humain ont montré des 
modulations dans les taux plasmatiques de QRFP-26 durant le cycle circadien chez des 
femmes souffrant de troubles de l’appétit (Galusca et al., 2012). Il a été constaté que 
chez les patientes souffrant d’anorexie nerveuse, les taux plasmatiques de QRFP-26 
sont élevés comparés à ceux des sujets normaux. Les taux de QRFP-26 chez ces 
patientes sont particulièrement élevés avant un repas, puis ils baissent lentement entre 
les repas. Les patientes souffrant de boulimie ont les mêmes taux plasmatiques que les 
































Comme nous l’avons mentionné dans notre introduction, les peptides QRFPs 
exercent des effets orexigènes lorsqu’administrés au niveau central. Outre ces effets 
orexigènes, un traitement par les QRFPs entraine une hyperphagie tant chez les souris 
que chez le rat (Moriya et al., 2006; Primeaux et al., 2008). Cette hyperphagie est 
exacerbée lorsque ces animaux sont soumis à une diète riche en lipides. Chez les souris, 
une augmentation de la masse adipeuse a été observée lorsque le QRFP-43 est 
administré de façon chronique pendant deux semaines (Moriya et al., 2006). Cette 
augmentation s’accompagne d’une augmentation des taux plasmatiques d’insuline, de 
leptine et de cholestérol total, ainsi que des concentrations hépatiques de triglycérides et 
d’une diminution de la thermogenèse (Moriya et al., 2006). Curieusement, les taux 
plasmatiques d’AGNEs ne sont pas augmentés chez les souris, malgré le fait qu’elles 
soient sous diète riche en lipides. De plus, dans une situation d’obésité tant chez la 
souris que chez le rat, l’expression du prépro-QRFP est augmentée dans l’hypothalamus 
(Takayasu et al., 2006; Primeaux et al., 2008). Cette augmentation est aussi observée 
lorsque ces animaux sont mis à jeun (Primeaux et al., 2008). Toutes ces observations 
suggèrent un rôle des QRFP dans la régulation du métabolique lipidique au niveau du 
tissu adipeux. 
La régulation du métabolisme des lipides implique une modulation de 
l’accumulation des triglycérides et également de leur mobilisation dans l’adipocyte. Le 
contrôle de ce processus implique le SNC dont certains neuropeptides, en plus d’agir au 
niveau de l’hypothalamus, agissent directement dans le tissu adipeux (Kalra & Kalra, 
2004b; Kalra et al., 1999). Ainsi, des neuropeptides tels que le NPY et la -MSH 
modulent directement le métabolisme des lipides au niveau du tissu adipeux. En effet 
comme mentionné dans l’introduction, le NPY inhibe la lipolyse aussi bien basale que 
celle stimulée par chez des adipocytes isolés humains (Serradeil-Le et al., 2000; Valet et 
al., 1990), murins (Yang et al., 2008; Margareto et al., 2000; Labelle et al., 1997) et 





lipolytiques, le NPY induit la prolifération et l’adipogenèse des pré-adipocytes des 
tissus adipeux abdominaux favorisant ainsi le développement de l’obésité (Yang et al., 
2008; Kuo et al., 2007). 
Compte tenu du rôle des QRFPs dans la régulation métabolique au niveau 
central, nous nous sommes intéressés aux effets potentiels que peuvent avoir les 
peptides QRFP sur le métabolisme des lipides au niveau périphérique ainsi qu’aux 
mécanismes d’action impliqués. Notre hypothèse générale est que les peptides QRFPs 
exercent des effets adipogéniques médiés par le récepteur GPR103 au niveau du tissu 
adipeux en stimulant l’accumulation des TG et en inhibant la mobilisation de ces TG. 
Les objectifs des travaux de cette thèse visent donc :  
1) À documenter les effets adipogéniques des peptides QRFPs au niveau du tissu 
adipeux blanc, plus spécifiquement : 
a) La modulation de l’accumulation et/ou la mobilisation des triglycérides,  
b) La caractérisation du récepteur GPR103B, exprimé sur les adipocytes et 
médiant leurs effets, 
c) La modulation des gènes impliqués dans le processus d’adipogenèse, 
d) La distribution du prépro-QRFP et de son récepteur dans les différents 
dépôts adipeux, 
2) À élucider les voies de signalisation impliquées dans l’inhibition de la lipolyse 
par les QRFPs impliquant la cascade de signalisation PI3-K/Akt/PDE3B et le 

































3.1. Mise en contexte du premier article 
Notre laboratoire s’interessait à caractériser le récepteur de la désacyl-ghréline 
ainsi qu’à ses propriétés adipogéniques. En effet, plusieurs propriétés adipogéniques de 
la désacyl-ghréline ont déjà été rapportées (voir section 2.4.1.2.6) alors que son 
récepteur n’a pas encore été caractérisé. Dans le but d’identifier le récepteur de la 
désacyl-ghréline, la stratégie adoptée a été l’approche par photomarquage covalent avec 
un dérivé photoactivable radioactif de la désacyl-ghréline. Le photomarquage des 
membranes d’adipocytes 3T3-L1 a permis d’identifier un complexe ligand-récepteur de 
54 kDa qui, après protéolyse limitée et séparation des fragments par HPLC couplé à une 
spectroscopie de masse a permis d’identifier le GPR103 comme site de liaison. 
Cependant, les études de compétition ont montré que le désacyl-ghréline ne lie pas ce 
récepteur, car elle ne déplace pas la liaison du ligand endogène, le QRFP. 
Le premier article vise à caractériser le récepteur GPR103 au niverau 
adipocytaire dans la régulation périphérique de l’adipogenèse et du métabolisme 
lipidique.  
Ma contribution expérimentale dans les travaux réalisés est présentée dans les figures 1, 
2, 3 et 4 de l’article. Cette contribution consiste en : 
- La mise au point de la technique de PCR en temps réel pour l’expression de 
différents gènes (figures 1, 3 et 4) 
- La mise au point de l’accumulation d’acides gras et expériences de lipolyse 
(figures 2 et 3) 
- La détection du récepteur GPR103b dans les adipocytes (figures 1 et 3) 
- La détermination des rôles des QRFP dans le développement de l’obésité chez 
les souris (figure 4) 






En plus d’avoir réalisé les expériences ci-dessus, j’ai contribué à la rédaction et à la 
révision de l’article publié 
3.2. Article 1: A new role for GPR103b in the peripheral 
regulation of adipogenesis 
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Short title:  
GPR103b is involved in peripheral adipogenesis 










The activation of G protein-coupled receptor 103 (GPR103) by its endogenous 
peptidic ligands, QRFPs, is involved in the central regulation of feeding by increasing 
food intake, body weight, and fat mass after intracerebroventricular injection in mice. 
However, the role of GPR103 in regulating peripheral metabolic pathways has not yet 
been explored. The present study aimed to investigate the role of GPR103 in 
adipogenesis and lipid metabolism using 3T3-L1 adipocyte cells. Our results show that 
differentiated 3T3-L1 cells expressed the GPR103b subtype mRNA and protein, as well 
as QRFP mRNA. QRFP-43 and -26 induced an increase in triglyceride accumulation of 
50 and 41%, respectively, and elicited a dose-dependent increase in fatty acid uptake, 
by up to ~ 60% at the highest concentration, in 3T3-L1 differentiated cells. QRFP-43 
and -26 inhibited isoproterenol (ISO)-induced lipolysis in a dose-dependent manner, 
with IC50s of 2.3  1.2 and 1.1  1.0 nM, respectively. The expression of genes involved 
in lipid uptake (FATP1, CD36, LPL, ACSL1, PPAR-γ and C/EBP-α), were increased 
by 2-3-fold following treatment with QRFP. The effects of QRFP on ISO-induced 
lipolysis and fatty acid uptake were abolished when GPR103b was silenced. In a mouse 
model of diet-induced obesity, the expression of GPR103b in epididymal fat pads was 
elevated by 16-fold whereas that of QRFP was reduced by 46% compared to lean mice. 
Furthermore, QRFP was bioactive in omental adipocytes from obese individuals, 
inhibiting ISO-induced lipolysis in these cells. Our results suggest that GPR103b and 







The deorphanized G protein-coupled receptor 103 (GPR103) (1;2) is known to 
be activated by its endogenous peptide agonists QRFPs (3;4), a 43 amino acid 
pyroglutamylated RFamide peptide and its constitutive C-terminal part QRFP-26 (also 
known as 26RFa). In rodents, the activation of GPR103 by intracerebroventricular 
administration of QRFP peptides results in orexigenic activity (3;5;6). In addition to an 
increase in fat mass and body weight, long-term central administration of QRFP leads to 
reduced thermogenesis (6). Besides stimulating food intake, an effect which appears to 
be exacerbated when the animals are fed a high-fat diet (6;7), GPR103 receptors and 
QRFP have been shown to be involved in regulating behavioral arousal, blood pressure 
(5), bone formation (8), gonadotropic axis (9), aldosterone secretion (4), insulin 
secretion (10) and analgesia (11). However, whether GPR103 and QRFP may also exert 
metabolic effect at the periphery has not been investigated. 
 
The orexigenic response of QRFP mediated through GPR103 signaling involves 
central neuropeptide Y (NPY) pathways (5;12). The GPR103 receptor shares significant 
sequence identity with NPFF2, neuropeptide Y-Y2 and galanin-R1 receptors (1). Two 
subtypes of GPR103 have been identified in rodents, mGPR103a and mGPR103b, while 
only one receptor has been identified in human, hGPR103 (5). Rodent subtypes feature 
differential expression: whereas mGPR103a is mainly distributed to the central nervous 
system, retina, thymus, liver, kidney and bladder, mGPR103b is expressed in multiple 
tissues, predominantly in nuclei of the hypothalamus regulating appetite (13). QRFP 
peptides are expressed in multiple tissues, predominantly in brain (14), but also in 
peripheral tissues including white adipose tissue (WAT) (13). Interestingly, other 
members of the RFamide peptides family, including the neuropeptides FF, AF and SF, 
were found to modulate adipose tissue differentiation (15), adipocyte metabolism (16) 





GPR103b plays a regulatory role in adipogenesis following its activation by QRFP 
peptides. 
 
To this aim, the expression of GPR103b and QRFP in 3T3-L1 adipocytes has 
been assayed by quantitative real-time PCR (qPCR) along with flow cytometry for 
GPR103b detection by immunofluorescence in differentiated 3T3-L1 adipocytes. 
Functional lipolysis assays and determination of triglyceride accumulation were 
performed, along with gene expression profiles of adipogenic transcription factors and 
fatty acid (FA) transporters. The involvement of GPR103b in these cellular responses 
has been confirmed by gene silencing using retrovirus infection. In vivo expression 
profiles of mGPR103b and QRFP were documented in mouse adipose tissues following 
a high fat feeding regimen. In addition, the physiological relevance of GPR103b in 
human adipose tissue metabolism has been investigated with isoproterenol (ISO)-
induced lipolysis experiments in human omental adipocytes. Our findings support that 





Expression profile of GPR103 receptors and QRFP in 3T3-L1 cells 
The mRNA expression of GPR103 receptor subtypes was investigated in 3T3-
L1 pre-adipocytes and differentiated adipocytes by RT-PCR. We found that the mRNA 
levels of GPR103b, and not those of GPR103a, are induced in a time-dependent manner 
after initiation of 3T3-L1 cell differentiation (Fig. 1A and B). Increased mRNA levels 





(Fig. 1C). Low levels of QRFP mRNA were detected in 3T3-L1 pre-adipocytes (Fig. 
1A), which increased by 5-fold (P < 0.05) at day 4 after the induction of differentiation 
and appeared to plateau thereafter (Fig. 1D). 
 
Effects of GPR103 activation by QRFP peptides on adipogenesis and lipolysis in 
differentiated 3T3-L1  
To assess the potential role of GRP103b on 3T3-L1 differentiation, cells were 
incubated in the presence of QRFP-43 or -26 (10 nM) during 4 days, from day 2 after 
the induction of differentiation. At the end of the incubation period, neutral lipids were 
stained with ORO and quantified by optical densitometry. Our results show that QRFP 
peptides increased intracellular triglyceride content, as shown by increased ORO 
staining (Fig. 2A) by 1.4- (QRFP-26) and 1.5-(QRFP-43) fold (P < 0.01), whereas 167 
nM insulin induced a 1.2-fold (P < 0.05) elevation (Fig. 2B).  
To assess whether the observed increase in triglyceride content in QRFP-treated 
adipocytes was associated with increased lipid uptake, we investigated the effect of the 
peptides on FA uptake. We first determined LPL activity, inasmuch as the latter is 
responsible for the generation of FA from circulating triglyceride-rich lipoproteins. 
Insulin (167 nM), used as a positive control (19), increased LPL activity by 3.2-fold (P 
< 0.01) compared to vehicle on day 2 following the induction of differentiation of 3T3-
L1 adipocytes (Fig. 2C). In comparison, incubation with 10 and 1000 nM QRFP-26 
resulted in a significant 2- (P < 0.05) and 2.4-fold (P < 0.01) increase in LPL activity, 
respectively (Fig. 2C). FA uptake was investigated using a C12-BODIPY FA. Incubation 
of differentiated adipocytes with insulin (167 nM) for 2 h resulted in a 53  10% (P < 
0.01) increase in FA uptake compared to vehicle (Fig. 2D), whereas QRFP-43 and -26 
(10 nM) treatment resulted in a 27 ± 3 and 31 ± 2% (P < 0.05) increase in FA uptake 





(Fig. 2D) further increased FA uptake by 62 ± 5 and 58 ± 6% (P < 0.01), respectively, 
supporting a role for GPR103b in regulating FA uptake in 3T3-L1 adipocytes.  
We next investigated the role of GPR103b on differentiated adipocyte functional 
response, using ISO-induced lipolysis. Neither QRFP-43 nor QRFP-26 had an effect on 
basal lipolysis (data not shown), however both peptides inhibited ISO-elicited lipolysis 
in a dose-dependent manner, with IC50s of 2.3  1.2 and 1.1  1.0 nM, respectively (Fig. 
2E). In contrast, QRFP-28n, which displays weak affinity for GPR103 (4), had not 
effect on ISO-induced lipolysis (Fig. 2E).  
 
Effects of GPR103b silencing on QRFP-dependent responses in differentiated 3T3-
L1 adipocytes 
To determine the involvement of GPR103b in mediating the effects of QRFP on 
adipocytes, we used retroviral-delivered shRNA to knockdown the expression of 
GPR103b in 3T3-L1 adipocytes. As shown in Figure 3A and B, an infection with a 
shRNA sequence specific for GPR103b (shGPR103b) decreased the expression of 
GPR103b by 67% (P < 0.05), at the mRNA level, and by 46% (P < 0.05) at the protein 
level, compared to an infection with the empty vector (pRS-Neo). Interestingly, an 
infection with a non-targeting shRNA (shcontrol) increased the mRNA of GPR103b 
without affecting its protein expression. The knockdown of GPR103b did not affect 
3T3-L1 differentiation compared to empty vector and non-targeting shRNA infections 
as shown by ORO staining of differentiated cells (Fig. 3C). The decrease in GPR103b 
immunofluorescence following specific shRNA infection is shown by a left shift in the 
fluorescence histogram compare to empty vector and non-targeting shRNA infections 
(Fig. 3D). Specific GPR103b knockdown abolished the increase in FA uptake as shown 
in Fig. 3E. Neither control infections, with empty vector or non-targeting shRNA 





GPR103b knockdown did not affect insulin-mediated FA uptake which was used as a 
positive control. These results suggest that triglyceride accumulation and FA uptake 
induced by QRFP-43 and -26 in differentiated adipocytes are mediated by the GPR103b 
receptor. Furthermore, specific GPR103b knockdown abolished the antilipolytic effects 
of QRFP-43 and -26 on ISO-induced lipolysis (Fig. 3F). In agreement, an infection with 
the empty vector or non-targeting shRNA did not affect the antilipolytic effect of QRFP 
peptides on ISO-induced lipolysis. In the latter case, both QRFP-43 and -26 inhibited 
ISO-induced lipolysis in a dose-dependent manner, supporting that the inhibitory effect 
of QRFP on beta-adrenergic agonist-stimulated lipolysis is GPR103b-dependent. 
GPR103b activation increases adipogenic genes in 3T3-L1 adipocytes 
Using qPCR analysis, we tested the expression of adipogenic genes in 
differentiated 3T3-L1 adipocytes incubated for 2 d with 10 nM QRFP-26 or QRFP-43. 
The expression of peroxisome proliferator-activated receptor-γ (PPAR-γ) and 
CCAAT/enhancer binding protein- α (C/EBP-α), as transcription factors involved in 
adipocyte differentiation was quantified, as well as that of CD36 and fatty acid transport 
protein-1 (FATP1) as long-chain FA transporters, of LPL, involved in lipid uptake, and 
of acyl-CoA synthetase long-chain family member 1 (ACSL1), involved in intracellular 
triglyceride formation. Treatments with QRFP-43 and QRFP-26 increased the 
expression of PPAR-γ by 2.2- and 1.7-fold (P < 0.05), of C/EBP-α by 2.7- and 2.4-fold 
(P < 0.05), of CD36 by 3.0- and 2.2-fold (P < 0.01), of LPL by 2.9- (P < 0.05) and 2.0-
fold, of FATP1 by 2.6- (P < 0.01) and 2.1-fold (P < 0.01) and of ACSL1 by 3.7- (P < 
0.01) and 2.6-fold (P < 0.01), respectively, over non-treated differentiated 3T3-L1 
adipocytes (Fig. 4A). Treatment of empty vector and non-targeting shRNA infected 
3T3-L1 cells has also shown a significant increase of the expression of PPAR-γ, 
C/EBP-α, CD36, LPL, FATP1 and ACSL1. However, specific knockdown of GPR103b 





µM) was used as a positive control for the induction of these genes (Supplemental data 
Fig. 1) 
Effect of diet-induced obesity on GPR103b and QRFP expression in adipose tissue 
depots 
To determine the relevance of GPR103b and QRFP pathway in vivo, we 
investigated their expression levels in different adipose tissue depots in a mouse model 
of diet-induced obesity (DIO). Using qPCR, we measured the mRNA levels of both 
GPR103b and QRFP in epididymal, perirenal and inguinal (subcutaneous) fat depots 
from mice fed a high fat diet or normal diet for 24 weeks. DIO increased by 16-fold the 
expression of GPR103b in epididymal fat depots compared to mice fed a normal diet, 
while no significant increase was found in perirenal and inguinal fat depots (Fig. 5A). In 
contrast, DIO decreased the expression of QRFP by 46 ± 0.2% (P < 0.05) in epididymal, 
58 ± 0.3% in perirenal and 69 ± 0.3% (P < 0.05) in inguinal fat depots (Fig. 5A). Fat 
depots are heterogeneous in their cell composition. To confirm that DIO was associated 
with changes in QRFP/GPR103b expression in adipocytes, epididymal adipocytes from 
mice fed normal chow or HFD for 18 weeks were isolated and mRNA levels were 
determined. DIO increased GPR103b expression by 5.2-fold (P < 0.01) in isolated 
adipocytes, whereas QRFP expression was decreased by 60%, as observed for the 










Adipocytes obtained from human omental fat were found to express hGPR103 
mRNA (Fig. 6A). The effect of QRFP-43 was then investigated on ISO-induced 
lipolysis in human omental adipocytes. ISO increased lipolysis by 3-fold over control, 
as assessed by glycerol release in the culture medium, after 2 h incubation (Fig. 6B). 
QRFP-43 dose-dependently counteracted the lipolytic effect of ISO, by significantly 
reducing glycerol release. Interestingly, at the highest concentration tested (100 nM), 
QRFP-43 antilipolytic effect, although being less potent, was similar to that exerted by 
100 nM insulin, which was used as positive control. By contrast, whereas insulin 
showed antilipolytic action even in the absence of ISO, QRFP-43 alone had no effect. 
These results suggest that GPR103 counteracts lipolysis in human omental adipocytes 
by inhibiting ISO-induced glycerol release. 
Discussion 
 
In the present study, G protein-coupled receptor 103b and its ligands, QRFP-43 
and -26, have been identified as new peripheral regulators of adipogenesis. Indeed, the 
RFamide peptides QRFP-43 and -26, known for their role in the central regulation of 
appetite (3;6), are now shown to function as adipogenic factors in peripheral WAT. We 
also show that the GPR103b subtype, previously identified as a hypothalamic receptor 
with orexigenic activity (3), is expressed in WAT. Its physiological relevance is 
supported by specific changes in gene expression levels following long-term high fat 
feeding in mice and the differential expression pattern of the QRFP/GPR103b receptor 
pathway in different fat depots. Human omental fat also expresses the GPR103 receptor, 






The growing problem of obesity has forced investigators to focus on adipocytes 
as target. The quest for a cure for this condition has allowed the discovery and 
characterization of new GPCR peptidic ligands expressed and released by adipocytes 
that play a role in adipogenesis in an autocrine/paracrine manner. Among these, some 
are peptides also known for their central orexigenic effect, like NPY working through 
NPY1R (20) and NPY2R (21), and ghrelin working through GHS-R1a (22). These 
peptides increase adipogenesis to yield a global anabolic effect in agreement with their 
orexigenic attributes. Using an in vitro model, e.g. the 3T3-L1 cell line, a well-
established reliable model of adipogenesis (23), we examined the mRNA expression 
levels of GPR103b and QRFP before and following the induction of adipocyte 
differentiation. Whereas differentiated 3T3-L1 adipocytes express exclusively the 
GPR103b receptor, but not the GPR103a receptor subtype, neither subtypes were 
present in preadipocytes. Yet, the expression of GPR103b and QRFP, as measured by 
qPCR, increased during adipocyte differentiation. These data correlated with the 
detection of GPR103b protein expression measured by flow cytometry 
immunofluorescence in differentiated 3T3-L1 adipocytes.  
 
The activation of GPR103b by QRFP was found to increase intracellular 
triglyceride accumulation in 3T3-L1 cells which have been committed toward 
differentiation as shown by a ~1.5-fold increase in ORO-stained lipid droplets in QRFP-
treated cells. In contrast, no effect of QRFP has been observed in non-differentiated 
3T3-L1 cells, in accordance with the absence of GPR103b in naive preadipocytes (data 
not shown). Both QRFP-26 and -43 regulated triglyceride metabolism in mature 3T3-L1 
adipocytes, as shown by a potent antilipolytic action on ISO-induced lipolysis. The 
QRFP-28n fragment, which features weak binding affinity for GPR103 (4), was unable 
to inhibit ISO-induced lipolysis, thereby supporting a specific role for GPR103 in 





GPR103b, we demonstrated that both QRFP-43 and -26 could not inhibit ISO-induced 
lipolysis neither stimulate FA uptake in GPR103b knockdown cells. Overall, these 
results suggest that GPR103b promote anabolism by increasing fat storage and by 
decreasing triglyceride hydrolysis in adipocytes. These observations suggest that QRFP 
may play a role in triglyceride metabolism similar to that of NPY and ghrelin. Indeed, 
both ghrelin (22;24) and NPY (25) have been reported to inhibit ISO-induced lipolysis 
in isolated fat cells. In addition, both NPY and ghrelin have been reported to increase 
adipogenesis (21;26) and food intake (27-29). In contrast, other RFamide peptides like 
NPFF, NPAF and NPSF were shown to inhibit, rather than increase, adipocyte 
differentiation, by upregulating the expression of Id3, a transcription factor that inhibits 
adipogenesis (15). 
The role of LPL in catalyzing the hydrolysis of lipoproteins to generate free fatty 
acids that can be transported in adipocytes following an anabolic process is well 
established. LPL is regulated by hormones and nutrients in a tissue-specific manner (30-
32). Among the hormones involved in the regulation of LPL activity, insulin was shown 
to regulate LPL activity in adipocytes by post-transcriptional and post-translational 
mechanisms (19;33;34). Insulin decreases the intracellular pool of LPL and increases 
the cell surface-associated LPL released by heparin (33). Heparin-releasable LPL 
activity was increased significantly following treatment of 3T3-L1 adipocytes with 
QRFP-26. This increase of LPL activity promoted by QRFP was less than that mediated 
by insulin with a 3.4-fold increase in heparin-releasable LPL activity, in agreement with 
previous studies (19). In parallel to this observation, LPL activity within 3T3-L1 cells 
decreased after insulin and QRFP-26 treatment (data not shown). However, LPL mRNA 
expression was upregulated by QRFP, suggesting a regulatory effect of QRFP on LPL 
expression and release. The LPL activity correlated with FA uptake and storage in 
adipocytes. Using RNA interference, Gonzalez and Orlando (35) demonstrated that a 





of increased LPL activity by QRFP is confirmed by an increase in the cellular uptake of 
fluorescent free FA (C12-BODIPY) in 3T3-L1 adipocytes, as measured by flow 
cytometry (Fig. 2D). This increased cellular uptake of lipids was associated with an 
increase in FA transport proteins, CD36 and FATP1, mRNA levels that have been 
involved in the process of FA uptake in adipocytes (36). QRFP also induced the 
increase of ACSL1 expression, an enzyme which converts intracellular free long-chain 
FA into fatty acyl-CoA esters (37-39). This increase of ACSL1 correlated with the 
effect of QRFP on the increased expression of key transcription factors, such as PPAR-γ 
and C/EBP-α (Fig. 4), which control the expression of proteins involved in adipogenesis 
(40-42). In agreement, the upregulation of adipogenic genes by QRFP was inhibited 
when GPR103b was knocked down. Taken together, these data suggest that genes 
involved in the storage of lipids within adipocytes are upregulated in a GPR103b-
dependent manner following a treatment with QRFP. 
Our results show that the expression of GPR103b and QRFP are modulated in a 
state of obesity. In a mouse model of DIO, a model mimicking the most prevalent type 
of human obesity (43), the expression of GPR103b was strikingly increased in 
epididymal fat tissue compared to mice fed a normal diet, while no difference was 
observed in perirenal and inguinal fat tissues (Fig. 5A). The expression of GPR103b 
followed the same pattern in adipocytes isolated from epididymal fat tissue of DIO 
mice. This observation supports a role for GPR103b in metabolically active fat tissue 
such as abdominal fat, while its function appears to be less apparent in subcutaneous 
(inguinal) fat tissue, with a limited role in triglyceride metabolism (44). Using the same 
DIO mouse model, QRFP gene expression levels were found to be decreased in 
epididymal, perirenal and inguinal fat tissues as well as in isolated adipocytes from 
HFD fed mice. The downregulation of QRFP mRNA in a state of obesity suggests that 





TNF-α, as shown in differentiated 3T3-L1 cells (supplemental data Fig. 2), in a similar 
manner to that of adiponectin in a state of obesity (45;46).  
The unique human form of GPR103 is expressed in omental fat tissue and 
appears to mediate an inhibitory effect on ISO-induced lipolysis as documented in 
human isolated adipocytes. This inhibition was similar to that seen with ISO-induced 
lipolysis in 3T3-L1 cells. Interestingly, in contrast to insulin, QRFP did not show any 
effect on basal lipolysis of human omental adipocytes. 
The pathophysiological relevancy of GPR103b in obesity has not been 
determined so far. A mouse with a gene deletion for GPR103a has been generated (8), 
but their body weight was normal. This is in agreement with the fact that GPR103a is 
not expressed in murine adipocytes. It also suggests that the role of GPR103a in the 
hypothalamus could be less important than that of GPR103b in the regulation appetite. 
Along that line, a GPR103b-deficient or a QRFP-deficient mouse would be helpful to 
assess the relative role of QRFP peptides in obesity. Insights regarding the intracellular 
pathways activated by GPR103, including cAMP production (3), pertussis toxin-
sensitive Gi-protein (10) and Gq-protein (calcium mobilisation) pathways (5) have 
been proposed in different cell types. Additional studies will be necessary to delineate 
the signaling pathways mediating the acute antilipolytic effect associated with 
GPR103b activation in adipocytes. 
In this work, we reported a novel role for GPR103b as a peripheral modulator of 
adipogenesis that could function with QRFPs in an autocrine/paracrine manner. 
Nevertheless, more exhaustive in vivo studies are needed to confirm GPR103b and 





Materials and Methods 
Animals 
All experimental protocols were approved by the Institutional Animal
 
Ethics 
Committee of the Université de Montréal, in accordance with the Canadian Council on
 
Animal Care guidelines for use of experimental animals and the Guide for the Care and 
Use of Laboratory Animals published
 
by the US National Institutes of Health (A5213-
01). Wild type C57BL/6 mice were weaned at 4 weeks old and put on either normal 
chow (D12450B, 10% calories from fat) or a high fat diet (HFD, 60% kcal from fat, 
D12492), from Research Diets Inc. (New Brunswick, NJ) for 18 or 24 weeks as a model 
of diet-induced obesity. At 22 or 28 weeks old, mice were sacrificed by CO2 
asphyxiation and adipose tissues from perirenal, inguinal and epididymal depots were 
collected and kept at -80 C until RNA extraction. 
Materials  
QRFP peptides were obtained from a custom synthesis at the W.M. Keck 
Biotechnology Resource Center (New Haven, CT). Insulin, dexamethasone, adenosine, 
ISO, FA-free BSA (A7030), Oil Red O (ORO) and 3-isobutyl-1-methylxanthine 
(IBMX) were from Sigma-Aldrich Canada Ltd (Oakville, Ontario, Canada). Cell culture 
media, fetal bovine serum (FBS), TRIzol and PCR reagents were from Invitrogen 
(Burlington, Ontario, Canada). Rabbit IgG isotype control was from US Biological 
(Swampscott, MS). R-phycoerythrin goat anti-rabbit IgG and C12-BODIPY 3823 were 
from Molecular Probes Inc. (Eugene, OR). Rosiglitazone was from Cayman Chemical 
Company (Ann Arbor, MI). 
Cell Culture 
Murine 3T3-L1 preadipocytes (CL-173) were obtained from American Type 





was induced by culturing cells with DMEM supplemented with 10% FBS, 167 nM (1 
µg/mL) insulin, 1 μM dexamethasone and 0.5 mM IBMX for 3 days (day 3). 
Differentiated cells were then cultured in DMEM with 10% FBS containing 167 nM 
insulin for 2 days (day 5). Cells were then were maintained in DMEM with 10% FBS 
for an additional 2 days (day 7). 
mRNA expression of GPR103b during 3T3-L1 differentiation  
Total RNA was extracted with Trizol LS reagent and treated with DNase I 
Amplification Grade according to manufacturer’s instructions. cDNA was synthesized 
from DNase-treated total RNA with random primers and M-MLV reverse transcriptase. 
For RT-PCR, primers for GPR103a, sense: 5’-TCT TTG GCA ACT CTC TGG TCA 
TC-3’, antisense: 5’-CTT CGG GTA GTG TAC TGC CAC T-3’; GPR103b, sense: 5’-
CGA TAT CAA GTG GTG TGA ACA GCC-3’, antisense: 5’-GGG TCT CTT GTA 
GCC CAG GT-3’); QRFP, sense: 5’-TCT GCC GTC CTT ACC ATC TCA-3’, 
antisense: 5’-TCT CAG GAC TGT CCC AAA GGA G-3’ and RNA 18S, sense 5’-
GGA CCA GAG CGA AAG CAT TTG CC-3’, antisense TCA ATC TCG GGT GGC 
TGA ACG C-3’) were used to assess mRNA expression levels at different stages during 
3T3-L1 adipocytes differentiation, using Taq DNA polymerase. PCR products were 
separated on 1.5% agarose gel. qPCR of GPR103b and -actin (sense: 5'-
ATTACTGCTCTGGCTCCTA-3', antisense: 5'-TCTGCTGGAAGGTGGACA-3') were 
performed using a Platinum SYBR Green Supermix-UDG with Rox. Gene expression 
levels were quantified by SYBR Green real-time
 
PCR using Rotor-Gene 3000 (Corbett 
Research, Mortlake, New South Wales, Australia). GPR103b mRNA levels were 
normalized to -actin mRNA and relative gene expression was calculated using the 
comparative Ct (2
-Ct
) method. Data are presented relative to the expression found in 
hypothalamus. A detailed description of primer sequences are found in supplemental 





Detection of GPR103b by flow cytometry immunofluorescence in 3T3-L1 
adipocytes 
GPR103b was detected by a polyclonal rabbit anti-mouse
 
GPR103b antibody 






) coupled to 
keyhole limpet hemocyanin as immunogen.
 
The specific anti-GPR103b 
immunoglobulins were purified by affinity
 





) peptide. Trypsinized 3T3-L1 adipocytes were fixed with 
2% formaldehyde in PBS and permeabilized with 0.5% Tween 20 in 0.02% BSA-PBS. 
Cells were
 
first stained with rabbit anti-mouse GPR103b IgG (or pre-immune purified 
IgG and rabbit IgG isotype used as controls) (20 µg/ml in permeabilization buffer) and 
then with R-phycoerythrin goat anti-rabbit IgG (4 µg/ml in permeabilization buffer). 
Fluorescence intensity was
 
measured by flow cytometry with a FACSCalibur Becton 
Dickinson
 
flow cytometer (BD; San Jose, CA) and the results were analyzed
 
using 
CellQuest software (BD). 
ORO staining 
At day 2 of differentiation, 3T3-L1 cells were cultured in DMEM with 10% FBS 
and incubated with 167 nM insulin and 10 nM QRFP-43 or QRFP-26 for 4 days. Cells 
were fixed for 1 h with 10% buffered formalin and stained with a solution of 0.6% (w/v) 
ORO in 60% isopropanol for 1 h. Cells were then washed 3 times, alternating between 
60% isopropanol and water, and then photographed using Axio Imager microscope 
(Carl Zeiss Inc., Thornwood, NY). ORO stain was then eluted with isopropanol and 
quantified by measuring the optical density at 510 nm. The results are expressed as fold 













FA was used for measuring long-chain FA
 
uptake in 
differentiated 3T3-L1 adipocytes. Cells were starved for 1 h and then incubated with 
QRFP peptides (0.1, 10 and 1000 nM). After 2 h of treatment, cells were washed with 
PBS, and incubated with PBS containing 20
 
µM FA-free BSA (Sigma A8806) and 10 
µM C12-BODIPY-labeled FA for 2 min at 37C. Cells were then washed extensively 
with PBS containing 0.1% BSA. Cells were suspended in cold DMEM buffered with 25 
mM HEPES to
 
pH 7.5 for cytometric analysis. BODIPY fluorescence intensity was
 
measured by flow cytometry with a FACSCalibur flow cytometer and the results were 
analyzed
 
using CellQuest software. 
Lipoprotein lipase (LPL) enzyme activity assay 
Two days after the induction of differentiation, 3T3-L1 cells were incubated in 
DMEM supplemented with 5% of heat inactivated (55C for 30 min) FBS for 24 h. 
Cells were then incubated, or not, with 167 nM insulin and QRFP-26 (10 and 1000 nM) 
for 2 days. Heparin (10 UI/ml) was added to the incubation media, which was collected 
after 30 min. The heparin-releasable LPL activity was measured with the LPL activity 
kit (Roar Biomedical Inc., New York, NY) using a non-fluorescent substrate emulsion 
that becomes intensely fluorescent upon interaction with LPL, according to the 
manufacturer’s instructions. Results are expressed as fold increase of relative enzyme 
activity normalized to DNA content. 
Lipolysis experiments 
3T3-L1 adipocytes were incubated at 37 C for 1 h with serum free DMEM 
containing 200 nM adenosine as described by Viswanadha and Londos (47). The 





L1 adipocytes was assessed in DMEM supplemented with 2% FA-free BSA containing 
adenosine deaminase (1 U/ml). After 30 min stimulation with ISO, the incubation 
medium was collected for free glycerol measurement using the free glycerol reagent 
(Sigma F6428) and total protein by the BCA protein assay (Pierce, Rockford, IL, USA). 
The amount of glycerol released was calculated as μmol/mg protein and expressed as a 
percentage of ISO-induced lipolysis. The lipolysis index was calculated as follow: 
(sample free glycerol concentration – basal concentration)/ (ISO-elicited free glycerol 
concentration – basal concentration). 
Knockdown of GPR103b in 3T3-L1 adipocytes 
Specific short hairpin RNA (shRNA) constructs against mouse GPR103b were 
custom made by Origene Technologies (Rockville, MD). HuSH 29-mer for GPR103b 
were provided in the pRS plasmid driven by U6-RNA promoter. Selection of a single 
shRNA sequence for the production of retrovirus was based on the ability of the 
sequence to silence the expression of GPR103b mRNA in HEK293T cells transiently 
cotransfected with pFLAG-CMV2-mGPR103b generated in house. The targeted 
sequence selected for retrovirus production was 5’-
CATTTGTCCAGTGCACTGCCATTGTGACA-3’. Retroviruses (Moloney Murine 
Leukemia Virus) were produced by transfecting HEK293T Phoenix Ampho cells 
(Orbigen, San Diego, CA) with the pRS-shRNA plasmids using Lipofectamine 2000 
(Invitrogen). Medium containing infectious retroviruses was harvested 36 h after 
transfection, centrifuged to remove cell debris and filtered on a 0.45 µm filter. The 
infection of 3T3-L1 preadipocytes with shGPR103b retroviruses has been carried out by 
adding retrovirus to the culture cells in the presence of 8 μg/mL Polybrene for 2 days. 
Control cells were infected with an empty vector retrovirus (pRS-Neo) and a non-





integration of the shRNA with 5 μg/mL puromycin. Infected 3T3-L1 cells were then 
differentiated in adipocytes as described above. 
Isolation of primary adipose cells from mouse fat pads 
For primary adipocytes isolation, epididymal, perirenal and inguinal fat pads 
were minced and digested in Krebs-Ringer-Bicarbonate-Hepes buffer (20 mM Hepes 
pH 7.4, 120 mM NaCl, 4.7 mM KCl, 1.2 mM K2HPO4, 2.5 mM CaCl2, 1.2 mM MgSO4, 
24 mM NaHCO3) saturated with CO2 and containing 6 mM glucose, 1% BSA and type 
2 collagenase (2 mg/g tissue) (Sigma C6885). The cell suspension was filtered through 
a nylon mesh and isolated adipocytes were washed 3 times with warm Krebs-Ringer-
Bicarbonate-Hepes buffer containing 1% BSA. The adipocytes were kept at -80C until 
RNA extraction. 
Human subjects 
Adipose tissue samples were obtained from obese adult subjects undergoing 
laparoscopic anti-obesity surgery. Specimens of adipose tissue (2–5 g) from the 
abdominal omental region were obtained at the beginning of surgery (n = 5). No 
selection was made for age, sex, or BMI. Age was between 40-50 years. These subjects 
were included for studies on adipocyte differentiation. The study protocol was approved 
by the Local Ethical Committee (Department of Internal Medicine, University of Turin) 
and all subjects gave their written informed consent. 
 
Expression of hGPR103 and lipolysis experiments in human omental adipocytes 
Adipose tissue was minced into small pieces and digested at 37 C for 2 h in 
DMEM/Ham’s F12 medium with 750 µg/ml type 1 collagenase (Sigma-Aldrich, Milan, 





The stromal cells were separated from the floating mature adipocytes by centrifugation. 
Total RNA was extracted as described above and GPR103 mRNA was detected by RT-
PCR in human omental mature adipocytes using the primers, sense: 5’-TAG GAT CAC 
CCA TGT GGC ACG T-3’ and antisense 5’-AAG AGA GCC ACC ACT GTC ACC 
ATC-3’, as previously described (10). The PCR products were analyzed on a 1.5% 
agarose gel stained with ethidium bromide. Amplification of human β-actin mRNA 
served as internal control, sense: 5’-GGT CAT CTT CTC GCG GTT GGC CTT GGG 
GT-3’, antisense: 5’-CCC CAG GCA CCA GGG CGT GAT-3’. For lipolysis 
experiments, 40 µl of mature adipocytes were then collected and transferred into a 96-
well plate containing 100 µl of Lipolysis Assay Kit Buffer (Zen-Bio, Research Triangle 
Park, NC) in the presence or absence of either QRFP-43 (1, 10, 100 nM) or insulin (100 
nM). After 40 min, lipolysis was induced by addition of ISO (1 µM) for 80 min. 
Following the manufacturer’s instructions, 50 µl of medium were then transferred into a 
new 96-well plate for glycerol measurement. Results are expressed as % of glycerol 
release in the basal condition used as control. 
 
Statistical analysis 
Data are expressed as mean ± SEM. Data were analyzed using nonlinear 
regression analysis software PRISM (GraphPad, San Diego, CA) and significance was 
tested using a one-way ANOVA with Dunnett’s post-test. P < 0.05 was considered as 
statistically significant. For expression in isolated adipocytes and in different fat pads, 
an unpaired t student test was used. 
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ACSL1, acyl-CoA synthetase long-chain family member 1; C/EBP-α, 
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Figure 1. Expression of GPR103b and QRFP during 3T3-L1 differentiation. A, 
Ethidium bromide-stained agarose gel for visualization of RT-PCR amplification 
products derived from 3T3-L1 cells. 3T3-L1 cells were induced to differentiate at 
confluence (designated day 0) as described in the material and methods section. PCR 
amplification products of hypothalamus were used as positive controls. PCR products 
were resolved on 1.5% agarose gels. B, qPCR of GPR103b during 3T3-L1 cell 
differentiation. Data are presented as fold change relative to hypothalamic expression 
set to 1 (n=3). C, Detection of GPR103b in differentiated 3T3-L1 cells by flow 
cytometry immunofluorescence. The histogram shows pre-immune control fluorescence 
(black), IgG isotype control fluorescence (blue) and specific GPR103b fluorescence 
(red) (n=4). D, Quantitative real time PCR of pre-QRFP during 3T3-L1 differentiation. 
Data are presented as fold change relative to hypothalamic expression set to 1 (n=3). 
ND: not detected; *, P < 0.05 and **, P < 0.01 vs. day 0. 
 
Figure 2. Effects of QRFPs peptides on triglyceride accumulation, LPL activity, 
FA uptake and lipolysis. A, Triglyceride accumulation by ORO staining of 3T3-L1 
adipocytes. At day 2 of differentiation, 3T3-L1 cells were treated or not with insulin 
(167 nM), QRFP-43 or -26 (10 nM) for 4 days. B, Quantitative analysis of ORO 
staining. Stained Oil Red O was eluted with isopropanol and quantified by measuring 
the optical density at 510 nm (n=3). Oil Red O data are expressed as fold increase 
(mean ± SEM) over control (vehicle-treated). C, Heparin-releasable activity in day 2 
differentiated 3T3-L1 cells treated with insulin (INS, 167 nM) and QRFP-26 (10 and 
1000 nM) for 2 more days. (n=3). D, Bar graphs in percent change (± SEM) in mean 





by flow cytometry of C12-BODIPY-labeled FA uptake in 3T3-L1 adipocytes starved 1 h 
and then treated 2 h with insulin (INS, 167 nM) or QRFP peptides (10 and 1000 nM) 
(n=4). E) Dose-response curve of inhibition of ISO-induced lipolysis by QRFP. ISO + 
QRFP-43 (square), ISO + QRFP-26 (triangle) and ISO + QRFP-28n (circle) in 
differentiated 3T3-L1 cells. QRFP-43 and -26 inhibited the lipolytic effect of ISO in a 
dose-dependent manner. Data are expressed as lipolysis index (sample free glycerol 
concentration – basal concentration)/(ISO-elicited free glycerol concentration – basal 
concentration) (n=3). *, P < 0.05; **, P < 0.01 vs. vehicle. 
 
Figure 3. Effects of GPR103b silencing on QRFP-dependent responses in 
differentiated 3T3-L1 
A, qPCR of GPR103b in 3T3-L1 infected with shRNAs. Expression in non-targeting 
shRNA cells (shcontrol) and specific GPR103b shRNA cells (shGPR103b) are 
presented as fold change relative to empty vector (pRS-Neo) expression set to 1 (n=4). 
B, Bar graphs of protein detection in percent change (± SEM, n=4) in mean 
fluorescence intensity over fluorescence in empty vector infected cells set at 100%, as 
assessed by flow cytometry of GPR103b in  empty vector, non-targeting shRNA or 
specific GPR103b shRNA infected and differentiated 3T3-L1 cells. C, Triglyceride 
accumulation in empty vector, non-targeting shRNA or specific GPR103b shRNA 
infected 3T3-L1 cells. ORO staining has been performed on differentiated untreated 
cells. D, Detection of GPR103b in infected and differentiated 3T3-L1 cells by flow 
cytometry immunofluorescence. The left shift of shGPR103b cells in the fluorescence 
histogram shows a decrease in GPR103b expression compared to pRS-Neo and 
shcontrol cells (n=4). E, C12-BODIPY-labeled FA uptake in pRS-Neo, shcontrol or 
shGPR103b in infected and differentiated 3T3-L1 cells following 1 h starvation and 2 h 





Inhibition of ISO-induced lipolysis by QRFP-43 and -26. pRS-Neo, shcontrol or 
shGPR103b infected 3T3-L1 cells were differentiated and ISO-elicited lipolysis was 
inhibited with QRFP peptides at 0.1 and 10 nM (n=3). Data are expressed as lipolysis 
index. #, P < 0.05 vs ISO; *, P < 0.05 and **, P < 0.01 vs. their respective control. 
 
Figure 4. Adipogenic genes expression in 3T3-L1 differentiated cells following 
QRFP treatment. Differentiated 3T3-L1 cells (A) or empty vector, non-targeting 
shRNA and specific GPR103b shRNA differentiated 3T3-L1 cells after retroviral 
infection (B) were treated or not with QRFP-43, -26 (10 nM) or vehicle for 2 days and 
total RNAs were assayed by qPCR. Data are presented as fold increase over vehicle 
(10% FBS)-treated cells (n=3). Gene expression levels were quantified by SYBR Green 
real-time
 




 method. *, P < 0.05 
and **, P < 0.01 vs. control (vehicle). 
 
Figure 5. Expression of GPR103b and pre-QRFP in adipose depot from mice fed 
diet induced obesity. A, qPCR of GPR103b and pre-QRFP in epididymal (Epid), 
perirenal (Peri) and inguinal (Ing) fat depots from mice fed a HFD (D12492, Research 
Diet Inc.) or normal diet (D12450B) for 24 weeks. B, qPCR analysis of GPR103b and 
pre-QRFP in isolated primary adipocytes from epididymal fat pads of mice fed a HFD, 
or normal diet, for 18 weeks. Data (mean ± SEM) are presented as fold change relative 




 method. *, P < 0.05; **, P < 0.01 and ***, P < 0.001 vs. normal diet. 
 
Figure 6. Expression of hGPR103 and lipolysis in human omental adipocytes. A, 





of human hypothalamus were used for positive control. As expected, the amplified 
products corresponded to 318 bp for hGPR103 and 230 bp for β-actin. B, Lipolysis was 
measured in adipocytes preincubated with or without either QRFP-43 (1-100 nM) or 
insulin (100 nM) for 40 min and then incubated with ISO (1 µM) for a further 80 min. 
Results are expressed as percent of control in basal (left panel) or stimulated (right 
panel) conditions (control glycerol release is of 33.75 µM). The means ± SEM of five 
independent experiments are shown. **, P < 0.01 vs. control;  #,
 
P < 0.05, ##,
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Supplemental figure 1: Effects of treatment with rosiglitazone (10 M) on adipogenic 
gene expression in infected 3T3-L1 cells adipocytes. Infected cells were differentiated 
as described in materials and methods section. Fully differentiated cells were treated 
with Rosi (10 M) for 2 days. Total RNAs were assayed by qPCR. Data (mean ± SEM) 
are presented as SEM relative to control (normal diet) expression (n= 3-4). Relative 
























































































< 0.001 vs vehicle. Fold change represents the gene expression normalized by beta-actin 
expression.  
 
Table 1: Primers used for real-time PCR 




PPAR-2 CGCTGATGCACTGCCTATGA AGAGGTCCACAGAGCTGATTCC 60 
CEBP- AGGTGCTGGAGTTGACCAGT CAGCCTAGAGATCCAGCGAC 60 
CD36 GGCCTTACTTGGGATTGG CCAGTGTATATGTAGGCTCATCCA 60 
LPL ATCGGAGAACTGCTCATGATGA GTCTTCAAAGAACTCGGATGCT 60 
FATP1 TATGGGGTGGCTGTGCCAGGAG CGCAGGAAGATGGGCCGAGCATAG 60 
ACSL1 CGGTCTGAAGCCATTTGAACAG TGCGACCTGAAATAGTTCCGTAGC 60 








Supplemental figure 2: Effects of TNF-alpha treatment on the expression of QRFP. 
Differentiated 3T3-L1 cells were treated or not with TNF-alpha for 2 days. Total RNA 
extraction and qPCR were done as described in materials section. Data are presented as 



















































3.3. Mise en contexte du deuxième article 
Dans notre premier article, nous avons montré que les QRFPs exercent des 
propriétés anti-lipolytiques dans les adipocytes 3T3-L1 après l’induction de la lipolyse 
par l’ISO. Les voies de signalisation du GPR103B ainsi que les mécanismes impliqués 
dans l’inhibition de la lipolyse par les QRFPs ne sont pas encore connus. L’objectif de 
ce deuxième article vise à caractériser les voies de signalisation impliquées dans 
l’inhibition de la lipolyse induite par le QRFP-43 et médiées par le GPR103B. 
Ma contribution a été dans la réalisation de la totalité des expériences présentées 














3.4. Article 2: QRFP-43 inhibits lipolysis by preventing 
ligand-induced complex formation between perilipin A, 
caveolin-1, the catalytic subunit of protein kinase and 
hormone sensitive lipase in 3T3-L1 adipocytes 
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QRFP (RFamide) peptides are neuropeptides involved in food intake and 
adiposity regulation in rodents. We have previously shown that QRFP-43 (43RFa) and 
QRFP-26 (26RFa) inhibited isoproterenol (ISO)-induced lipolysis in adipocytes. 
However, the antilipolytic signaling pathways activated by QRFP peptides have not 
been investigated. In the present study, 3T3-L1 adipocytes were used to identify the 
main pathways involved in QRFP-43-induced lipolysis. Our results show that QRFP-43 
reduced ISO-induced phosphorylation of PLIN and Ser660 HSL by 43 and 26% (P < 
0.001), respectively, but increased Akt phosphorylation by 44% (P < 0.001). Specific 
inhibition of Akt and PI3K abrogated the antilipolytic effect of QRFP-43. In contrast, 
specific inhibition of PDE3B failed to reverse QRFP-43 anti-lipolytic effects. This was 
confirmed by using dibutyryl-cAMP (DB-cAMP), a non-PDE3B hydrolysable cAMP 
analog. Importantly, QRFP-43 treatment prevented ISO-induced PKA-catalytic (PKA-
c) subunit and caveolin-1 translocation on lipid droplets by 50 and 46% (P < 0.01), 
respectively. These results suggest that QRFP peptides attenuated ISO-induced lipolysis 
by preventing formation active complex on lipid droplets and activation of Src kinase 
and PKC. 
Key words: RFamide peptides, adrenergic receptors, lipolysis, adipocytes, protein 
kinases, caveolins 
Abreviations: 8Br-cAMP, 8 Bromo-cAMP; CAV-1, caveolin-1; DB-cAMP, dibutyryl-
cAMP; ERK, extracellular signal-regulated kinase; FSB. Fetal bovine serum; GPR103, 
G-protein receptor 103; HSL, hormone-sensitive lipase; ISO, isoproterenol; PDE3B, 
phosphodiesterase 3B; PI3K, phosphatydilinositol 3-kinase; PKA, protein kinase A; 
PKA-c; PKA catalytic subunit; PKC, protein kinase C; PLIN, perilipin A, PMA, 
phorbol 12-myristate 13-acetate; QRFP, pyroglutamylated arginine–






Obesity results from an imbalance in the processes regulating energy 
homeostasis such as lipolysis. Orexigenic neuropeptides such as neuropeptide Y (NPY), 
neuropeptide FF (NPFF) and orexin-A have been reported to have direct acute effects 
on the lipolytic activity of murine adipocytes [7,38,46]. Along this line, neuropeptides 
exhibiting the Arg–Phe–NH2 motif, pyroglutamylated arginine–phenylalanineamide 
peptides (QRFP, also referred to as RFamide), particularly QRFP-43/43RFa and QRFP-
26/26RFa (a constitutive part of QRFP-43) were shown to have orexigenic activity 
when centrally administered [10,29,42]. In rodents, the orexigenic effect appears to be 
exacerbated when the animals are fed with a high-fat diet, leading to an increase of fat 
mass and body weight [29,35], and reduced thermogenesis [29]. QRFP-43 and QRFP-
26 act as endogenous ligands of the G protein-coupled receptor 103 (GPR103) [18,21]. 
Both peptides decreased intracellular cAMP and increased calcium concentrations in 
cells transfected with human GPR103 (hGPR103), suggesting that GPR103 is coupled 
to Gi/o and/or Gq protein [18,21,42]. We have recently reported that isolated and 3T3-L1 
adipocytes expressed both QRFP precursor and GPR103b receptor [30], a murine sub-
type of the GPR103 receptor [22,42]. We have further shown that QRFP peptides 
enhanced fatty acid uptake and inhibited isoproterenol (ISO)-stimulated lipolysis in 
3T3-L1 adipocytes [30]. However, the mechanisms mediating the inhibition of lipolysis 
by QRFP peptides are still unknown. 
Sequence analysis of hGPR103 revealed that it shares a high homology of 
sequence with NPFF2 (GPR74) and orexin-2 (OX2R) receptors [18,21]. These G-
protein coupled receptors are expressed in human and murine adipocytes [15,26,38]. 
GPR74 receptor mediates NPFF antilipolytic effect through the activation of Gi protein 
in human adipocytes [46]. NPFF attenuated -adrenergic agonists-induced lipolysis in 





phosphoinositide 3-kinase (PI3K) expression [26]. Orexin receptors, OX1R and OX2R 
expressed in human adipocytes, bind both orexin-A and orexin-B [15]. Antilipolytic 
effects of orexins are associated with a decrease of hormone-sensitive lipase (HSL) 
expression in omental [15] and 3T3-L1 adipocytes [38]. In 3T3-L1 adipocytes, orexin-A 
activated the PI3K/Akt pathway [38]. Whether the murine GPR103b, which shares 79% 
sequence homology with hGPR103 [42], regulates PI3K/Akt pathway is still unknown. 
In adipocytes, lipolysis regulation is well characterized and involves cAMP-
dependent protein kinase (PKA) activation [16]. -adrenergic receptors (-AR) activate 
PKA through Gs-stimulation of adenylyl clyclase (AC), whilst -AR inhibit AC activity 
through Gi, and thus, PKA activation [23,39]. HSL and perilipin A (PLIN) are two 
major downstream targets of PKA [43]. Murine HSL activity is regulated through 
phosphorylation of serines 563, 659 and 660 [3,40] by PKA, and serines 600 and 565 by 
the extracellular signal-regulated kinase (ERK1/2) [20] and the AMP-activated protein 
kinase (AMPK) [19], respectively. Yet, PLIN phosphorylation by PKA, essential for 
HSL translocation to lipid droplet [28,41], is facilitated by caveolin-1 (CAV-1), a 
protein that is found in cholesterol-enriched membrane domains (caveolae) [13,36]. 
Besides the Gi-coupled receptor, PKA activity can be downregulated in adipocytes 
through PI3K/Akt/phosphodiesterase 3B (PDE3B) pathway which decreases 
intracellular cAMP levels [2,14]. In adipocytes, the PI3K/Akt/PDE3B pathway plays an 
important role in mediating the antilipolytic effects of insulin [2,12] and has also been 
recently shown to be involved in ghrelin- [4] and apelin- [48] induced antilipolitic 
effect. These two orexigenic peptides attenuated ISO- induced lipolysis resulting in 
decreased HSL phosphorylation in an Akt-, PDE3B- and Gq-dependent manner in 
murine adipocytes. In the present study, we investigated whether GPR103b stimulates 
the PI3K/Akt/PDE3B cascade and decreases ISO induced-phosphorylation of HSL and 





Our results show that QRFP-43 stimulates Akt and attenuates ISO-induced 
phosphorylation of HSL and PLIN. Moreover, we show by immunoprecipitation that 
QRFP-43 inhibits HSL and CAV-1 translocation in isolated lipid droplets. 
Materials and methods 
Materials 
QRFP peptides were obtained (custom synthesis) from W.M. Keck 
Biotechnology Resource Center (New Haven, CT). Anti beta-actin antibody, insulin, 
dexamethasone, ISO, fatty acid-free BSA,  protein kinase C inhibitor (GF109230x), 
forskolin, isobutylmethylxanthine, dibutyryl-cAMP, 8-bromo-cAMP, dibutyryl-cAMP, 
PE3B inhibitor (cilostamide), phosphatase inhibitor cocktail, PP2 (4-Amino-3-(4-
chlorophenyl)-1-(t-butyl)-1H-pyrazolo[3,4-d]pyrimidine, 4-Amino-5-(4-chlorophenyl)-
7-(t-butyl)pyrazolo[3,4-d]pyrimidine) and phorbol 12-myristate 13-acetate were 
purchased from Sigma-Aldrich Canada Ltd (Oakville, ON). Inhibitors of Akt/PKB (SH-
5) and PI3K (LY294002) were from Calbiochem (Gibbstown, NJ). Antibodies anti-
perilipin A used in immunoblots was from Chemicon Int. while the anti-perilipin A 
used for immunoprecipitation was from Santa Cruz Biotechnology, Inc. All other 
antibodies used in western blots were purchased from Cell Signaling Technology. Cell 
culture media and fetal bovine serum were from Wisent Inc. (St-Bruno, QC).  
Cell culture 
Prior to differentiation, 3T3-L1 cells, obtained from American Type Culture 
Collection (Manassas, VA) were seeded in 150 mm polystyrene plates (Corning Life 
Sciences, Wilkes-Barre, PA) and grown in DMEM supplemented with 10% fetal bovine 
serum and 100 units/mL of penicillin/streptomycin in a 10% CO2 incubator at 37C. At 
95% confluence, cells were passed and seeded in 12-well Costar plates in DMEM 





culturing cells with DMEM supplemented with 10% FBS, 167 nM insulin, 1 μM 
dexamethasone and 0.5 mM 3-isobutyl-1-methylxanthine for 3 days. Differentiated cells 
were then cultured in DMEM with 10 % FBS containing 167 nM insulin for 2 days. 
Cells were then were maintained in DMEM with 10% FBS and the medium was 
changed every 2 days until experimentation. 
Lipolysis experiments 
3T3-L1 adipocytes were starved in serum free DMEM at 37C for 1 hour. 3T3-




 M) for 1 hour in DMEM 
supplemented with 2% fatty acid-free BSA, and lipolysis was stimulated with ISO (300 
nM) for another 30 minutes. For experiments using inhibitors, cells were co-incubated 
with QRFP-43 (10 nM) in presence or in absence of GF109230x (2 µM), LY294002 
(250 nM), cilostamide (250 nM), SH-5 (5 µM) or PP2 (5 µM) as described before 
lipolysis stimulation. All inhibitors were dissolved in DMSO and the final concentration 
of DMSO was less than 0.1% in the in incubation medium. In PMA (4 µM)-elicited 
lipolysis experiments, 3T3-L1 adipocytes were preincubated 30 minutes with QRFP-43 
(10 nM) in presence or in absence of GF109230x or PP2 and lipolysis was stimulated 
with PMA for 4 hours. In experiments using adenylyl cyclase forskolin (2.5 µM) or 
dibutyryl-cAMP (250 µM) or 8 bromo-cAMP (250 µM) to stimulate lipolysis, 3T3-L1 
adipocytes were preincubated with QRFP-43 (10 nM) or insulin (10 nM) for 30 minutes 
before stimulation. At the end of each experiment, media were collected and assayed for 
glycerol using free glycerol reagent. Glycerol released was expressed lipolysis index of 
percentage as previously described [30]. 
Western blots 
3T3-L1 adipocytes were starved for 16 hours in DMEM/0.2% BSA and then 
treated with vehicle or QRFP-43 for 1 hour. Lipolysis was stimulated with either ISO or 





Cells were scraped and homogenized in homogenization buffer (50 mM Hepes, pH 7.5,  
1 mM EDTA, 0.1 mM EGTA, 5 mM NaF, 0.1% Triton 100X, 10 mM pyrophosphate, 1 
mM Na3VO4, 1 mM benzamidine, 0.5 mM PMSF, and 1 µg/ml of leupeptin, antipain, 
pepstatin and phosphatase inhibitor cocktail). Supernatants from 1000 g centrifuged 
homogenates were collected and assayed for proteins using the BCA protein assay kit 
from Thermo Scientific (Rockford, IL). 50 µg of protein were separated by SDS-PAGE 
and transferred to PVDF membranes for detection of total perilipin A, phospho-perilipin 
A using phosphor-(Ser/Thr) PKA substrates antibody, total and phospho-HSL (Ser660 
and 563), total and phospho-ERK1/2, total and phospho-Y416 Src kinase, CAV-1 and 
the PKA-catalytic subunit. 
Lipid droplet isolation 
3T3-L1 adipocytes were starved for 16 hours and treated for 1 hour with QRFP-
43 or Src kinase inhibitor, PP2 and then incubated with cholesterol (10 µg/ml) or 300 
nM ISO for 10 minutes. Cells were scraped and homogenized (ten gentle strokes) in 
Hepes/EDTA buffer (50 mM Hepes, pH 7.5, 1 mM EDTA, 0.1 mM EGTA, 5 mM NaF, 
1 mM Na3VO4, 1 mM benzamidine, 0.5 mM PMSF, 1 g/ml of leupeptin, antipain, 
pepstatin and phosaphatase inhibitor cocktail) using glass potter/Teflon pestle. 1.5 ml of 
each homogenate was mixed with Hepes/EDTA buffer containing 60% sucrose (final 
20% sucrose) in centrifuge tubes. 4.75 ml of Hepes/EDTA buffer containing 5% 
sucrose were gently layered over samples and filled to the top with Hepes/EDTA buffer. 
Samples were centrifuged 60 minutes at 15,550 rpm (SW41Ti swinging-bucket rotor, 
Beckman ultracentrifuge). Fractions (1 ml) containing floating lipid droplets were 








3T3-L1 adipocytes were starved for 16 hours in DMEM/0.2% BSA and then 
treated with QRFP-43 (10 nM) for 1 hour. Lipolysis was induced with 300 nM ISO for 
10 minutes and then cells were scraped and homogenized in homogenization buffer. 
The homogenate was centrifuged at 1000 g for 5 minutes at 4°C and the supernatant 
was collected. Proteins (300 µg) were completed to 1 ml with immunoprecipitation 
buffer (50 mM Hepes, pH 7.4, 150 mM NaCl, 0.1% Triton 100X, 1 mM Na3VO4, 1 mM 
benzamidine, 0.5 mM PMSF, 1 g/ml of leupeptin, antipain, pepstatin and phosphatase 
inhibitor cocktail). Samples were pre-cleared with 30 µl of 50% slurry protein A/G 
(Thermo Scientific) for 2 hours at 4°C and supernatants were incubated overnight with 
5 µg of anti-perilipin A 
Statistical analysis 
Data are expressed as mean ± SEM. Statistical significance was tested using a 
one-way ANOVA with Newman-Keuls post-test, unless stated otherwise, with PRISM 
software (GraphPad, San Diego, CA). P < 0.05 was considered as statistically 
significant. 
Results 
QRFP-43 inhibits PKA induced–phosphorylation of HSL and PLIN 
Preincubation of 3T3-L1 adipocytes cells with QRFP-43 for one hour inhibited 
ISO (300 nM)-induced lipolysis in a dose-dependent manner with an IC50 of 1 nM 
(Fig.1A). This response was associated with a reduction in QRFP (10 nM)-induced HSL 
phosphorylation by 21 and 26 % (P < 0.001) on Ser563 (Fig. 1B) and Ser660 (Fig 1C), 
respectively. In a similar manner, PLIN phosphorylation was reduced by 45% (P < 





QRFP-43 decreases cAMP analogs-elicited phosphorylation of PLIN 
QRFP attenuation of PLIN and HSL phosphorylation in response to -
adrenergic stimulation suggested that QRFP-43 may regulate PKA activity. Since PKA 
activation resulted from the rising of intracellular cAMP levels, we investigated the 
effect of QRFP-43 on lipolysis elicited with forskolin and two cAMP analogs, 
dibutyryl-cAMP (DB-cAMP) and 8-Bromo-cAMP (8-Br-cAMP). Excess of 8-Br-
cAMP, a PDE3B hydrolysable cAMP analog and DB-cAMP, a non PDE3B-
hydrolysable cAMP analog, mimic elevation of cAMP levels. 3T3-L1 adipocytes were 
incubated with 10 nM QRFP-43 or 10 nM insulin for 1 hour and then stimulated with 
2.5 µM of forskolin or 250 µM of DB-cAMP or 8Br-cAMP for 30 minutes. QRFP-43 
(10 nM) and insulin (10 nM) treatment of differentiated 3T3-L1 cells inhibited forskolin 
(2.5 µM)-elicited glycerol release by 23 (P < 0.05) and 43% (P < 0.01), respectively 
(Fig. 2A). Lipolysis stimulated with 8-Br-cAMP (250 µM) was inhibited by 24 (P < 
0.01) and 45% (P < 0.01) by QRFP-43 and insulin, respectively (Fig. 2A). The 
antilipolytic responses of QRFP-43 and insulin to 8Br-cAMP-elicited glycerol release 
were associated with a decrease of phosphorylation of Ser660 HSL at a similar extent 
(by 25-31%, P < 0.05) (Fig. 2B and 2D).  In a similar manner, the phosphorylation of 
PLIN elicited by 8Br-cAMP stimulation was reduced by 26 (P < 0.01) and 37% (P < 
0.001) when 3T3-L1 adipocytes were treated with 10 nM QRFP-43 or 10 nM insulin, 
respectively (Fig. 2B and 2C). Lipolysis stimulated with DB-cAMP was inhibited to a 
lesser extent by QRFP-43 (43%, P < 0.01) while insulin failed to inhibit DB-cAMP-
induced lipolysis (Fig. 2A). At molecular level, both QRFP-43 and insulin failed to 
inhibit DB-cAMP-elicited phosphorylation of HSL at Ser660 (Fig. 2B and 2D). 
However, PLIN phosphorylation was reduced by 28% (P < 0.05) in QRFP-43 treated 







QRFP-43 activates PI3K/Akt pathway, but not PDE3B 
Activation of PI3K/Akt/PDE3B pathway is an efficient mechanism of regulating 
intracellular cAMP levels. Given that QRFP-43 inhibited lipolysis induced with DB-
cAMP, a non PDE3B-hydrolysable cAMP analog, we next addressed whether GPR103b 
activation modulates PI3K/Akt/PDE3B pathway. Differentiated 3T3-L1 cells were 
preincubated with 10 nM QRFP-43 and then stimulated with 300 nM ISO. QRFP-43 
increased the phosphorylation of Akt on Ser473 by 44% (P < 0.001) compared with ISO 
alone (Fig. 3A). The specificity of this effect was shown using pharmacological 
inhibitors of PI3K (10 µM LY294002) and Akt (5 µM SH-5), which completely 
reversed the antilipolytic effect of QRFP-43 (Fig. 3B and 3C). These data suggested that 
QRFP-43 signals, at least in part, through the PI3K/Akt pathway to inhibit lipolysis. 
We seek to address whether QRFP-43 activation of the PI3K/Akt pathway 
leading to the activation of PDE3B. To this aim, differentiated 3T3-L1 cells were 
preincubated with 10 nM QRFP-43 or 10 nM insulin in presence of 250 nM 
cilostamide, a pharmacological inhibitor of PDE3B and then stimulated with 300 nM 
ISO. Both QRFP-43 and insulin inhibited ISO-elicited glycerol release by 23 and 30% 
(P < 0.01), respectively (Fig. 3D). Cilostamide treatment did not modulate ISO-elicited 
glycerol release or the antilipolytic effect of QRFP-43 (Fig. 3D). However, cilostamide 
prevented the inhibitory effect of insulin (Fig. 3D). These results suggest that PDE3B 
was not primarily involved in QRFP-43 antilipolytic effect.  
QRFP-43 inhibits PKC and Src kinase activation  
Previous studies have shown that PKC and Src kinases are activated following 
-adrenergic receptors stimulation in adipocytes [17,37]. Therefore, we have test the 





with QRFP-43 (10 nM) in the presence or absence of 2 µM GF109230x or 5 µM PP2, 
inhibitor of PKC and Src kinases, respectively. Lipolysis was stimulated with 300 nM 
ISO. ISO-elicited glycerol release in 3T3-L1 adipocytes was reduced by 30 and 22% (P 
< 0.001) following treatment with GF109230x and QRFP-43, respectively (Fig. 4A), 
whereas the inhibitory effect of QRFP-43 and GF109530 was additive (P < 0.01). 
Treatment with PP2 elicited a 25% (P < 0.001) reduction of ISO induced-lipolysis, to 
the same extent as that observed with QRFP-43 or GF109230x and the combined 
treatment with QRF-43 and PP2 did not further reduce (Fig. 4A).  
We further investigated the involvement of QRFP-43 in modulating PKC-
induced lipolysis in 3T3-L1 adipocytes. Adipocytes were preincubated with or without 
QRFP-43 in the presence or in absence of GF109230x. Lipolysis was stimulated with 4 
µM PMA. As shown in Fig. 4B, QRFP-43 and GF109230x attenuated PMA-induced 
lipolysis by 28 and 68% (P < 0.001), respectively. Again, the effect of QRFP-43 and 
GF109230X were additive, resulting in complete inhibition of lipolysis. In contrast, PP2 
did not abrogate PMA stimulation of lipolysis.  
We next seek to address whether QRFP-43 treatment may lead to the inhibition 
of Src kinases and ERK1/2 which are also activated by -adrenergic receptor ligands 
[37]. In agreement, lipolysis stimulation with 300 nM ISO resulted in the activation of 
ERK1/2 and Src kinases in 3T3-L1 adipocytes and QRFP preincubation reduced by 37 
(P < 0.01) and 48% (P < 0.01) the phosphorylation of ERK1/2 and Src kinases, 
respectively (Fig. 4C and 4D). Incubation of QRFP-43 on 3T3-L1 adipocytes without 
ISO stimulation did not activate these kinases as compared to the basal. 
QRFP-43 treatment disrupts the complex formed of PKA-c, CAV-1, phospho-





Activation of PKC and Src kinases was reported to modulate the translocation of 
CAV-1 from the inner surface of plasma membrane to the lipid droplet surface [5,6,25]. 
We investigated the effect of QRFP-43 in inhibiting CAV-1 translocation which is 
known to facilitate the phosphorylation of PLIN in adipocytes [25]. Translocation of 
CAV-1 to lipid droplet was stimulated by 10 µg/ml cholesterol for 10 minutes in 3T3-
L1 adipocytes preincubated, or not, with 10 nM QRFP-43 or 5 µM PP2 for 1 hour. The 
results show an increase in the ratio of lipid droplet CAV-1/total PLIN elicited by 
cholesterol whereas treatment with PP2 and QRFP-43 prevented CAV-1 translocation 
(Fig. 5A). -adrenergic receptor stimulation also induced CAV-1 translocation to the 
lipid droplet surface which was inhibited by QRFP-43 by 46% (P < 0.01) (Fig. 5A and 
5B). ISO also increased the amount of PKA-c, phosphorylated PLIN and HSL (Ser660) 
at the lipid droplet surface (Fig. 5B). Treatment with QRFP-43 markedly reduced by 2-
fold the phosphorylation of both PLIN and HSL as well as that of PKA-c by 50% (P < 
0.001) (Fig. 5B). Phosphorylated HSL on Ser660, CAV-1 and PKA-c were associated 
with PLIN phosphorylation upon ISO stimulated-lipolysis, as assessed by co-
immunoprecipitation experiments of lipid droplets proteins (Fig. 5C). QRFP-43 
treatment markedly decreased the presence of these proteins on lipid droplets (Fig. 5C). 
Discussion 
In the present study, we show that the antilipolytic effect of QRFP-43 are 
associated with the blockade of CAV-1 translocation to the lipid droplet in 3T3-L1 
adipocytes, leading to the breakdown of the complex formed of CAV-1, PKA-c and 
phosphorylated PLIN and HSL (pSer660). The breakdown of the complex prevented the 
phosphorylation of PLIN upon -adrenergic receptor stimulation. QRFP-43 also elicited 
Akt activation through the phosphorylation of Ser473 and the specific inhibition of 
either Akt or PI3K resulted in the loss of QRFP-43 antilipolytic effect. However, 





inhibition of PDE3B using either a specific inhibitor (cilostamide) or a non-
hydrolysable cAMP failed to inhibit the antilipolytic effect of QRFP-43. In addition, 
QRFP-43 reduced ISO-induced phosphorylation of HSL at both serine residues 563 and 
660. We also showed that QRFP-43 decreased -adrenergic receptors activation of the 
Src kinase pathway and PMA-elicited glycerol release. 
We have previously reported that QRFP peptides stimulate adipogenesis in 3T3-
L1 adipocytes and enhance fatty acid uptake [30]. We also reported that adipocytes and 
adipose tissue express only GPR103b, one of the two GPR103 receptor subtypes in 
mice and rats, and that knockdown of GPR103b completely abolished the adipogenic 
effects of QRFP peptides [30]. GPR103b signaling was associated with the elevation of 
intracellular calcium [42], while that of GPR103a showed both intracellular calcium 
elevation and decreased cAMP concentrations [18,21,42] in transfected cells stimulated 
with QRFP peptides, suggesting that the GRP103 receptor is coupled with Gq and/or 
Gi/o proteins. The latters were recently shown to be involved in apelin antilipolytic 
effects, a novel adipokine which was also shown to decrease HSL phosphorylation on 
Ser660 [48].  
In adipocytes, catecholamine-induced phosphorylation of HSL on Ser660 was 
reported to activate and promote HSL translocation from the cytosol to the lipid droplet 
[8,40]. Yet, catecholamine-induced phosphorylation of PLIN on lipid droplet is 
essential for the activity of the lipase, as PLIN was reported to function as a lipase 
barrier [9,41]. In agreement, our results showed that ISO-induced phosphorylation of 
HSL on Ser563 and Ser660 and of PLIN. QRFP-43 pretreatment of 3T3-L1 adipocytes 
prevented ISO-induced phosphorylation of PLIN and HSL, suggesting that GPR103b 
activation targets PKA activity. Indeed, it is well established that PKA is the upstream 
kinase that phosphorylates PLIN at multiple sites [27] and HSL on Ser563 and Ser660 





the PI3K/Akt/PDE3B pathway. The latter is well-characterized in mediating insulin 
antilipolytic effect in adipocytes, as a cascade involving the recruitment of insulin 
receptor substrate and PI3K and the activation of Akt, which in turn phosphorylates and 
activates PDE3B [14,49]. PDE3B, through hydrolysing cAMP, reduces PKA activity 
and thus, the phosphorylation of HSL and PLIN [1,32]. Using two cAMP analogs to 
mimic the elevation of cAMP levels, we showed that QRFP-43 treatment still decreased 
PLIN phosphorylation but did not alter phospho-Ser660-HSL in DB-cAMP-induced 
lipolysis, a non PDE3B hydrolysable cAMP analog. In contrast to QRFP-43 treatment, 
insulin treatment in 3T3-L1 adipocytes failed to reduce HSL and PLIN phosphorylation 
in DB-cAMP-induced-lipolysis. However, both QRFP-43 and insulin treatments 
prevented phosphorylation of PLIN and Ser660-HSL in 8Br-cAMP-induced lipolysis in 
3T3-L1 adipocytes, a PDE3B hydrolysable cAMP analog. It is likely that the inhibition 
of HSL phosphorylation by QRFP-43 involves the activation of PDE3B. Further studies 
using pharmacological inhibitors showed that QRFP-43, although inducing the 
activation of Akt, did not activate PDE3B. Furthermore, specific inhibition of PI3K and 
Akt completely abrogated QRFP-43 inhibition of ISO-elicited glycerol release and 
phosphorylation of PLIN and HSL. Consistent with these observations, the antilipolytic 
effect of insulin was reported to be reversed in adipocytes by PI3K and Akt inhibitors 
[47]. However, unlike insulin, the specific inhibition of PDE3B failed to reverse QRFP-
43 antilipolytic effect. Overall, these results indicate that the mechanisms of the 
antilipolytic effects of QRFP-43 involve the inhibition of PLIN and HSL (Ser660) 
phosphorylation. 
Mechanisms of inhibition of ISO-induced PLIN phosphorylation by QRFP-43 
were investigated. Our results demonstrate, by co-immunoprecipitation, that ISO 
promoted an active complex formation of PLIN, CAV-1, PKA-c and phospho-Ser660-
HSL at the surface of lipid droplets. Our results are consistent with previous studies 





phospho-Ser660 HSL and PKA-c at the lipid droplet level in adipocytes [1]. CAV-1 
was shown to be essential for the translocation of both phospho-Ser660 HSL and PKA-c 
to lipid droplets in adipocytes. Indeed, adipocytes from CAV-1-null mice exhibit 
markedly attenuated lipolytic activity [1,13]. Mechanistically, although PKA activity 
was greatly increased in CAV-1-null adipocytes, the phosphorylation of PLIN was 
dramatically reduced, indicating that CAV-1 may facilitate PKA-c-mediated 
phosphorylation of PLIN [13]. Moreover, 3-adrenergic receptor activation in 
adipocytes from CAV-1-null mice or knockdown of CAV-1 in 3T3-L1 adipocytes 
resulted in the disruption of PLIN/PKA-c/CAV-1 complex formation compared to cells 
from wild type mice [1,13]. It was also reported that CAV-1 and -2 can be redirected 
from plasmalemmal caveolae to intracellular lipid droplets in a variety of cell types 
[33,34]. Consistent with this, QRFP-43 treatment inhibited the translocation of CAV-1 
and prevented the association of CAV-1, PKA-c and phospho-Ser660 HSL with PLIN 
on the lipid droplet. In adipocytes, CAV-1 translocation was shown to be induced by 
cholesterol treatment in a Src kinase- and PKC-dependent manner [5,25]. In agreement, 
we found that cholesterol treatment increased the amount of CAV-1 on lipid droplets 
and preincubation with PP2 or GF109230x decreased CAV-1 amount on lipid droplets. 
Moreover, pretreatment with QRFP-43 also resulted in a decrease of CAV-1 on lipid 
droplets after stimulation by either cholesterol or ISO in 3T3-L1 adipocytes.  
Previous studies have demonstrated that 3-adrenergic receptors mediate Src 
kinases activation in adipocytes [37]. Activated Src kinases lead to ERK1/2 activation 
in isolated and 3T3-L1 adipocytes [24,37] and this pathway accounted for about 30% of 
3-adrenergic stimulating lipolysis in adipocytes [37]. Src kinases contain many 
phosphorylation sites, but autophosphorylation of Tyr416 in the activation loop is 
critical to the full activation of these proteins [44]. In addition, constitutively active Src 
kinases expressed in 3T3-L1 adipocytes leads to high levels of CAV-1 association with 





Tyr416 Src kinases and ERK1/2 phosphorylation is completely prevented by QRFP-43. 
These results suggest that GPR103b inhibits Src kinases activation to disrupt the 
association between CAV-1, PKA-c, phosphorylated Ser660 HSL and PLIN. Moreover, 
we show that QRFP-43 and PKC inhibitors show additive effect in decreasing ISO- and 
PMA-elicited glycerol release. There is some evidence that Gs-coupled receptors, e.g. 
3-adrenergic receptors, as well as PMA-elicited lipolysis, are associated with the 
activation of both conventional and novel PKC isoforms in adipocytes [11,31]. On the 
one hand, it has been established that both PKA and PKC pathways actively cooperate 
in order to stimulate lipolysis in 3T3-L1 adipocytes [17], and that specific inhibition of 
conventional PKC inhibited thyroid stimulating hormone receptor-Gs protein, mediating 
lipolysis and PLIN phosphorylation in human adipocytes [45]. On the other hand, 
conventional and novel PKC activation following longterm treatment with PMA leads 
to its degradation and to the induction of lipolysis in rat and 3T3-L1 adipocytes [31]. 
Altogether, it is likely that QRFP-43 treatment might prevent the activation and 
degradation of conventional and novel PKC. Further studies will be necessary to 
delineate the role of PKC in mediating the effects of GPR103b. 
In conclusion, the inhibitory effect of QRFP-43 on ISO-induced lipolysis 
mediated by GPR103b result, at least in part, from the inhibition of PLIN 
phosphorylation and the trafficking of CAV-1 and PKA-c to the lipid droplet. The 
stimulation of GPR103b signaling by QRFP-43 in ISO-induced lipolysis also activates 
the PI3K/Akt pathway and inhibits the activity of both PKC and Src kinase. 
Acknowledgments  
This work was supported by an educational grant from Aeterna-Zentaris, Inc. M.M. is a 
recipient of a scholarship from the Fonds de la Recherche en Santé du Québec (FRSQ) 






Fig. 1. QRFP-43 inhibits isoproterenol (ISO)-induced phosphorylation of perilipin 
(PLIN) and hormone-sensitive lipase (HSL). (A) QRFP-43 inhibits ISO-induced 
lipolysis in dose-dependent manner. Starved differentiated 3T3-L1 cells were pretreated 
with different concentration of QRFP-43 for 60 minutes and stimulated with ISO (300 
nM) for 30 minutes. Data are expressed as lipolysis index (Sample free glycerol 
concentration - mean of vehicle treated concentration)/(mean of ISO-elicited free 
glycerol concentration - mean of vehicle treated concentration). (B) Differentiated 3T3-
L1 cells were starved onvernight in DMEM-0.2% BSA and pretreated for 60 minutes 
with QRFP-43 (10 nM) and stimulated 10 minutes with ISO (300 nM). Total proteins 
were subjected to SDS-PAGE. Immunoblots for -actin, phospho-Ser563 and -Ser660 
HSL, phospho-PLIN using phospho (Ser/Thr)-PKA substrate antibody to detect protein 
at 64kDa and total HSL and PLIN were performed on cell lysates. Data are expressed as 
mean  SE.*, P < 0.05; **, P < 0.01 and ***, P < 0.001 vs ISO. N = 3 separate 
experiments performed in triplicate. 
 
Fig. 2. QRFP-43 inhibits on cAMP analogs elicited phosphorylation of PLIN and HSL. 
(A) 3T3-L1 differentiated cells were subjected to forskolin-, dibutyryl-cAMP (DB-
cAMP)- or 8 bromo-cAMP (8Br-cAMP)-elicited glycerol release in presence of QRFP-
43 (10 nM) or insulin (10 nM) for 2 hours. (B) Immunoblots of phospho-PLIN using 
phospho (Ser/Thr)-PKA substrate antibody to detect protein at 64kDa, phospho-Ser660 
HSL, and total HSL and PLIN were performed on cell lysates. Differentiated 3T3-L1 
cells were starved onvernight in DMEM-BSA (0.2%) and preincubated for 60 minutes 
with QRFP-43 (10 nM) or insulin (10 nM) and stimulated 20 minutes with dibutyryl-





Phosphorylated/total ratio of PLIN (C) and HSL (D) . Data are expressed as mean  SE. 
*, P < 0.05; **, P < 0.01 and ***, P < 0.001 vs vehicle. N = 4 separate experiments. 
 
Fig. 3. QRFP-43 activation of PI3K/Akt pathway does not activate PDE3B. (A) 
Immunoblot of phospho-Ser473 and total Atk in cell lysate. Starved 3T3-L1 
defferentiated cells were pretreated with vehicle or QRFP-43 (10 nM) for 60 minutes 
and then stimulated with ISO (300 nM) for 10 minutes. (B) 3T3-L1 differentiated cells 
were pretreated with QRFP-43 in presence or absence of the Akt inhibitor (SH-5) and of 
the PI3K inhibitor (LY294002) for 60 minutes and subjected to ISO induced-lipolysis 
for 30 minutes. (C) Immunoblots of phospho-PLIN using phospho (Ser/Thr)-PKA 
substrate antibody to detect protein at 64kDa, phospho-Ser660 HSL, and total HSL and 
PLIN were performed on cell lysates. Differentiated 3T3-L1 cells were starved 
onvernight in DMEM-0.2% BSA and pretreated for 60 minutes with QRFP-43 (10 nM) 
in presence or in absence of PDE3B inhibitor (cilostamide) and stimulated 10 minutes 
with ISO (300 nM). (D) Lipolysis index. 3T3-L1 differentiated cells were pretreated 
with QRFP-43 or insulin in presence or absence of PDE3B inhibitor (cilostamide). Data 
are expressed as mean  SE. **, P < 0.01; ***, P < 0.001  vs ISO and #, P < 0.05; ##, P 
< 0.01 vs DMSO (unpaired student t test). N = 3 separate experiments performed in 
triplicate. 
 
Fig. 4. QRFP-43 inhibits PKC and Src kinase activities. 3T3-L1 differentiated cells 
were preincubated with or without QRFP-43 (10 nM) or the PKC inhibitor, GF109230x 
(GF, 2 µM) or Src kinase inhibitor, PP2 (5 µM) for: (A) 60 minutes and stimulated with 
ISO (300 nM) 30 minutes; or (B) 15 minutes and stimulated with PMA (4 µM) for 4 
hours.. N = 3 experiments in triplicate. Immunoblots for total and phospho-Y416 Src 





preincubated with or without QRFP-43 (10 nM) for 60 minutes and stimulated with ISO 
for 10 minutes.. Data are expressed as mean ± SE. **, P < 0.01 and ***, P < 0.001 vs 
stimulated cells (ISO or PMA); ##, P < 0.01 and ###, P < 0.001 vs QRFP43-treated 
cells. N = 4 separate experiments performed in triplicate. 
 
Fig. 5. QRFP-43 inhibits ISO-induced translocation of CAV-1 and the formation of the 
protein complex the lipid droplet. (A) and (B) Western blots of lipid droplet proteins. 
3T3-L1 adipocytes were preincubated with QRFP-43 (10 nM) or PP2 (5 µM) for 60 
minutes and then treated with cholesterol (10 µg/ml) or ISO (300 nM) for 10 minutes. 
Lipid droplets were isolated as described in materials and methods. (C) 
Coimmunoprecipitation. Cells lysates were immunoprecipitated with anti-perilipin A 
(PLIN) and immunoblotted with anti-phospho-HSL (Ser660), anti-PKA catalytic 
subunit (PKA-c), caveolin-1 (CAV-1) and phospho-PLIN using anti-phospho-(Ser/Thr) 
PKA substrates to detect protein at 64kDa. Immunoblots are representative of four 
different experiments. Data are expressed as mean  SE. **, P<0.01 and ***, P<0.001 
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Les peptides QRFP isolés au niveau du cerveau exercent des effets orexigènes 
lorsqu’administrés de manière centrale chez les rongeurs. De plus ces peptides 
modifient les paramètres métaboliques chez les souris soumises à une diète riche en 
lipides caractérisés par une augmentation des taux plasmatiques d’insuline, de leptine et 
de cholestérol. Chez ces souris, une augmentation de la masse adipeuse a été observée; 
cette augmentation est exacerbée lorsque les souris sont soumises à une diète riche en 
lipides (Moriya et al., 2006). Le but des travaux de cette thèse était d'investiguer le rôle 
des peptides QRFP au niveau périphérique en ciblant le tissu adipeux et d’élucider les 
mécanismes moléculaires impliqués dans l’effet adipogénique de ces peptides.  
Notre premier objectif était de montrer que les peptides QRFP ont un effet direct 
sur le tissu adipeux en stimulant l’accumulation des TG et en inhibant leur mobilisation 
par le processus de lipolyse. Les travaux présentés dans cette thèse montrent que les 
peptides QRFP stimulent l’accumulation des lipides sous forme de TG en induisant 
l’activité de la LPL au niveau de la surface cellulaire adipocytaire ainsi qu’en 
augmentant l’expression des facteurs de transcription PPAR- et C/EBP-. Cette 
augmentation se traduit par une induction des gènes impliqués dans le transport des 
AGNEs dont la LPL, le CD36, la FATP1 et l’ACLS1. De plus, nous avons montré que 
les différents dépôts de tissus adipeux chez la souris expriment exclusivement le 
récepteur GPR103B ainsi que le prépro-QRFP. Nous avons aussi observé que l’obésité 
qui se développe suite à une diète riche en lipides s’accompagne d’une réduction de 
l’expression du prépro-QRFP et d’une augmentation de celle de son récepteur dans les 
différents dépôts adipeux. 
Notre deuxième objectif était d’étudier les voies signalétiques impliquées dans 
l’inhibition de la lipolyse induite par l’ISO après stimulation du récepteur GPR103B. 





LHS et PLIN1a induites par l’ISO. L’activation du récepteur GPR103B par le QRFP-43 
induit l’activation des kinases PI3-K et Akt/PKB. Contrairement à l’insuline, dont la 
réponse anti-lipolytique dépend de l’activation de la PDE3B via la voie PI3-K/AKT, la 
réponse anti-lipolytique du QRFP-43 n’implique pas l’activation de la PDE3B. En effet, 
l’inhibition pharmacologique de la PDE3B n’a pas permis de renverser la réponse anti-
lipolytique du QRFP-43 caractérisée par une diminution de phosphorylation de la 
PLIN1a. Nous avons démontré que la stimulation du GPR103B par le QRFP-43 en 
présence de l’ISO diminue l’état de phosphorylation de la PLIN1a sur les gouttelettes 
lipidiques en empêchant la formation du complexe CAV-1/PLIN1a/PKA-cat/pS660-
LHS. L’activation du récepteur conduit aussi à une inhibition de l’activation des kinases 
Src et PKC. 
4.1. Le GPR103B est responsable des effets adipogéniques 
des peptides QRFP 
Afin d’étudier les effets adipogéniques des QRFPs, nous avons déterminé le 
profil d’expression des sous-types du GPR103 dans les cellules 3T3-L1 étant donné que 
chez la souris, les GPR103A et GPR103B ont été identifiés (Takayasu et al., 2006). Nos 
résultats ont montré une expression exclusive du sous-type B du récepteur GPR103 au 
niveau des adipocytes et non dans les préadipocytes 3T3-L1, cette expression étant 
régulée à la hausse lors de la différenciation des adipocytes (Mulumba et al., 2010). Le 
prépro-QRFP, par contre, est présent autant dans les préadipocytes que les adipocytes 
3T3-L1, et son expression augmente aussi pendant la différenciation. Nos résultats sont 
en accord avec ceux de Zhang (Zhang et al., 2007), qui ont montré que le GPR103B est 
le seul sous-type présent dans le tissu adipeux épididymaire chez la souris tandis que 






Le récepteur GPR103B partage près de 50% d’homologie de séquence avec le 
GPR74 et OX2R, récepteurs du NPFF et de l’oréxine A, respectivement (Jiang et al., 
2003b; Fukusumi et al., 2003). Contrairement aux GPR103B, les messagers de ces deux 
récepteurs sont exprimés dans les préadipocytes murins (Herrera-Herrera & Salazar-
Olivo, 2008; Lefrere et al., 2002; Skrzypski et al., 2012) et humains (van, V et al., 
2010; Digby et al., 2006). Ainsi, ces peptides ont montré des propriétés de prolifération 
notamment chez des préadipocytes 3T3-L1, suggérant la fonctionnalité de leur récepteur 
respectif (Herrera-Herrera & Salazar-Olivo, 2008; van, V et al., 2010; Skrzypski et al., 
2012). Dans nos travaux, nous n’avons pas étudié les effets des peptides QRFP sur la 
prolifération des préadipocytes 3T3-L1 étant donné que l’ARN messager du GPR103B 
n’est pas détectable. 
Nous avons ensuite déterminé les effets des QRFPs sur la réponse fonctionnelle 
des adipocytes, à savoir l’accumulation des TG. Nos résultats ont montré que les QRFPs 
induisent de manière dépendante de la dose une accumulation de lipides sous formes de 
TG dans les cellules 3T3-L1 différenciées (Mulumba et al., 2010). Nous avons observé, 
de façon parallèle, une augmentation de l’activité de la LPL à la surface cellulaire des 
adipocytes 3T3-L1, ainsi qu’une augmentation de l’expression des biomarqueurs du 
transport et de l’accumulation d’AG, tels que le CD36, FAT1 et ACSL1 (Mulumba et 
al., 2010). Nos résultats ont montré que les QRFPs favorisent l’adipogenèse en 
induisant l’expression des facteurs de transcription PPAR-2 et C/EBP-. Ces deux 
facteurs de transcription jouent un rôle essentiel dans l’acquisition du phénotype 
adipocytaire en contrôlant l’expression d’une panoplie de gènes dont le CD36, la LPL, 
la FAT1 et l’ACSL1 (Rosen et al., 1999; Lane et al., 1996). Ces résultats suggèrent que 
ces peptides favorisent l’anabolisme cellulaire. En effet, l’administration i.c.v. du 
QRFP-43 a montré des effets anaboliques caractérisés par des taux plasmatiques élevés 
d’insuline, de faibles taux circulants d’AGNEs et une thermogenèse diminuée (Moriya 





Des propriétés anaboliques semblables aux QRFPs ont été observées avec 
certains peptides orexigènes. Ainsi, l’oréxine-A stimule une accumulation de TG dans 
les adipocytes 3T3-L1 (Skrzypski et al., 2011) et dans les adipocytes isolés des tissus 
sous-cutanés et de l’omentum humain (Digby et al., 2006). Cette accumulation résulte 
d’une activation de la lipogenèse ainsi que d’une activation et d’une régulation à la 
hausse de PPAR- dans ces cellules. L’oréxine-A induit la lipogenèse en stimulant 
l’expression de GLUT4 et le transport du glucose dans les adipocytes isolés de souris et 
dans les adipocytes 3T3-L1 (Skrzypski et al., 2011). Il est de même pour le NPY qui 
stimule l’accumulation de lipides et une augmentation de l’expression de PPAR- dans 
les adipocytes 3T3-L1 médiées par les récepteurs Y2 et Y5 (Rosmaninho-Salgado et al., 
2012a). La stimulation de l’accumulation de lipides via ces deux récepteurs implique la 
PI3-K, car l’inhibition de celle-ci bloque l’accumulation de lipides induite par le NPY 
(Rosmaninho-Salgado et al., 2012b). La même situation est observée avec la ghréline 
qui favorise l’accumulation des lipides, autant dans les adipocytes murins que humains, 
en induisant l’expression du PPAR- et celle de SREBP-1c (Choi et al., 2003). Ceci 
résulte en une hausse de l’expression des gènes tels que l’ACC1, la FAS, la LPL, la 
PLIN1a (Miegueu et al., 2011; Rodriguez et al., 2009; Choi et al., 2003). De la même 
manière, la désacyl-ghréline stimule l’adipogenèse notamment des adipocytes 
médullaires (Thompson et al., 2004). Dans ces derniers, les effets de la ghréline et de la 
désacyl-ghréline ne sont pas médiés par le GHS-R1a. En effet, la perfusion dans le tibia 
de rat du L-163255, un agoniste du GHS-R1a (Moulas et al., 2002), ne stimule pas la 
différenciation des préadipocytes médullaires, contrairement à la ghréline et à la 
désacyl-ghréline (Thompson et al., 2004). Sur des préadipocytes 3T3-L1, la ghréline ne 
stimule pas la différenciation mais favorise la prolifération des cellules (Zhang et al., 
2004b). La réponse positive de la ghréline sur la différenciation adipocytaire n’est 
observée que lorsque celle-ci est soit incluse dans le cocktail de différenciation, soit 





2003; Rodriguez et al., 2009). Récemment, il a été montré que l’expression du prépro-
ghréline dans les cellules 3T3-L1 pendant la différenciation dépend de la présence de 
l’insuline dans le cocktail de différenciation (Gurriaran-Rodriguez et al., 2011). En 
effet, étant présent dans les préadipocytes, l’expression du prépro-ghréline n’est pas 
régulée à la hausse lorsque l’insuline est omise dans le cocktail de différenciation 
(Gurriaran-Rodriguez et al., 2011). Dans nos travaux, l’expression du prépro-QRFP 
augmente lorsque les cellules 3T3-L1 sont traitées par un milieu avec insuline pendant 
la différenciation (voir matériels et méthodes de l’article 1). Ce traitement intervient au 
jour 4 après le début de la différenciation (Mulumba et al., 2010). Il est probable que 
l’insuline influence l’expression du prépro-QRFP dans les adipocytes 3T3-L1, toutefois 
cette hypothèse reste à démontrer.  
Par ailleurs, nous avons montré que les effets adipogéniques des QRFPs 
dépendent de l’expression du récepteur GPR103B dans les adipocytes 3T3-L1. En effet, 
l’invalidation du gène GPR103B par une approche shARN (short hairpin ARN) conduit 
aussi bien à la perte totale de l’accumulation des TG qu’à celle de l’expression des 
marqueurs de l’adipogenèse, validant le rôle du GPR103B comme le récepteur 
responsable des effets des QRFP au niveau du tissu adipeux blanc. Au niveau central, 
des sites de liaison autres que le GPR103 ont été détectés dans certaines régions du 
noyau thalamique et de la corne dorsale de la moelle épinière (Bruzzone et al., 2007). 
Les auteurs de ces travaux ont suggéré que dans ces régions, les QRFPs pourraient lier 
le récepteur GPR74 (Bruzzone et al., 2007). Ce récepteur est aussi exprimé au niveau 
des adipocytes humains et murins et son activation induirait l’inhibition de la lipolyse 
(van, V et al., 2010; Dahlman et al., 2007; Lefrere et al., 2002). Toutefois, le rôle du 







4.2. L’obésité module l’expression du GPR103B et du 
prépro-QRFP 
Les données que nous avons obtenues sur l’accumulation des TG dans les 
adipocytes 3T3-L1 sont en accord avec les résultats des travaux de Moriya et de ses 
collaborateurs montrant que l’administration i.c.v. du QRFP-43 à des souris conduit à 
l’obésité (Moriya et al., 2006). Dans une autre étude, il a été montré que l’obésité 
module l’expression du prépro-QRFP (Takayasu et al., 2006). En effet, dans les 
modèles génétiques de souris obèses de type ob/ob ou db/db à jeun ou sous diète 
normale, l’expression génique du prépro-QRFP est augmentée dans l’hypothalamus 
(Takayasu et al., 2006), mais rien n’était alors connu quant à son expression 
périphérique. Nous avons entrepris d’évaluer l’impact de l’obésité sur l’expression 
génique du GPR103B et du prépro-QRFP au niveau des différents dépôts adipeux chez 
la souris. Afin d’atteindre cet objectif, nous avons soumis des souris à une diète riche en 
lipides pendant 18 et 24 semaines. L’obésité induite par une diète riche en lipides chez 
la souris mime le développement de l’obésité chez l’homme en ce sens qu’on observe 
une résistance à la leptine suite à une alimentation riche en lipides (White et al., 2009; 
Morrison, 2008; Tschop & Heiman, 2002). Contrairement à ce qui a été observé au 
niveau de l’hypothalamus, l’expression génique du prépro-QRFP est fortement 
diminuée dans les différents dépôts adipeux blancs chez la souris tandis que 
l’expression du GPR103B est augmentée. Cette augmentation est plus marquée dans le 
tissu adipeux épididymaire, suggérant un rôle du GPR103B dans le métabolisme du 
tissu adipeux abdominal. Nous avons investigué si la diminution de l’expression du 
prépro-QRFP était due à l’augmentation de cytokines pro-inflammatoires telles que le 
TNF-. En effet, l’obésité est associée à un état d’inflammation chronique résultant 
d’une infiltration de macrophages dans le tissu adipeux (Weisberg et al., 2003). Cette 





responsable de la forte production de cytokines inflammatoires observée au cours de 
l’obésité (Clement et al., 2004). De plus, il a été démontré qu’après seize semaines d’un 
régime riche en lipides chez la souris, il y a une accumulation de macrophages et une 
forte sécrétion locale de TNF- dans le tissu adipeux blanc, et qu’à plus de vingt 
semaines sous riche en lipides (Xu et al., 2003), l’inflammation se propage au niveau 
systémique tel que démontré par des taux élevés de cytokines pro-inflammatoires dont 
le TNF- et l’IL-6 (Tilg & Moschen, 2008; Stelzer et al., 2012). Les taux plasmatiques 
élevés de TNF- sont associés à la résistance à l’insuline (Tilg & Moschen, 2008; Xu et 
al., 2003). Nous avons montré qu’un traitement par le TNF- pendant 48 heures réduit 
l’expression du prépro-QRFP dans les adipocytes 3T3-L1 (Mulumba et al., 2010). Il a 
été montré que le TNF- induit façon dépendante de la dose la résistance à l’insuline en 
empêchant le recrutement de l’IRS-1 au niveau de l’RI et la translocation du GLUT4 au 
niveau de la membrane dans les adipocytes 3T3-L1 (Stephens et al., 1997). Outre le fait 
d’induire la résistance à l’insuline chez les adipocytes 3T3-L1, le TNF- réduit 
l’expression de plusieurs gènes adipogéniques, dont le PPAR- (Ruan et al., 2002). 
4.3. L’activation du GPR103B inhibe la mobilisation des 
lipides 
En plus de stimuler l’accumulation de lipides, nous avons montré que les QRFPs 
inhibent la mobilisation des TG dans les adipocytes 3T3-L1 (Mulumba et al., 2010). En 
effet, lorsque la lipolyse est induite par l’ISO dans les adipocytes 3T3-L1, les QRFPs 
inhibent de façon dépendante de la dose cette lipolyse (Mulumba et al., 2010). Il en est 
de même pour les adipocytes omentaux de l’humain, dans lesquels les ARNm du 
récepteur GPR103 et du prépro-QRFP sont exprimés, et dont la lipolyse induite par 
l’ISO est inhibée par le QRFP-43 (Mulumba et al., 2010). Comme dans le cas de 





complètement aboli l’effet anti-lipolytique des QRFPs (Mulumba et al., 2010). Les 
voies de signalisation médiées par le GPR103B n’étant pas encore connues, nous avons 
entrepris de les caractériser dans les effets anti-lipolytiques du QRFP-43. Nous avons 
donc utilisé les cellules 3T3-L1 différenciées en adipocytes traitées par le QRFP-43 à 
une concentration de 10 nM. À cette concentration, qui se situe à une décade du CI50, 
l’effet anti-lipolytique du QRFP-43 est facilement détectable chez les adipocytes 3T3-
L1. Le choix du peptide de 43 acides aminés (QRFP-43) au lieu du QRFP-26 pour ces 
études est basé sur le fait que le peptide de 43 acides aminés présente une affinité de 
liaison plus importante envers le GPR103B (Takayasu et al., 2006; Fukusumi et al., 
2003). Nos résultats ont montré que l’effet anti-lipolytique du QRFP-43 sur la lipolyse 
induite par l’ISO s’accompagne d’une réduction de 26 et 45% de la phosphorylation de 
la LHS et de la PLIN1a, respectivement (Mulumba et al. 2013).  
4.3.1. L’activation du GPR103B conduit à l’activation de la voie de 
PI3-K/AKT 
Une voie bien connue de l’inhibition de la lipolyse est celle de PI3-
K/Akt/PDE3B caractérisée dans l’inhibition de la lipolyse par l’insuline. L’activation 
des kinases PI3-K et Akt par l’insuline conduit à l’activation de la PDE3B qui va 
réduire les taux intracellulaires d’AMPc, ce qui engendre une réduction de l’activité de 
PKA (voir section 2.5.6.2.1) (Lam et al., 1994; Moule et al., 1997; Wijkander et al., 
1997). Nous avons cherché à comprendre comment l’activation du GPR103B 
modulerait les taux intracellulaires de l’AMPc induits par une stimulation adrénergique 
par l’ISO. La première approche consistait à utiliser la forskoline qui stimule 
directement l’adénylate cyclase (Seamon et al., 1981) ou des analogues de l’AMPc (le 
dibutyryl-AMPc et le 8-bromo-AMPc), composés qui miment une augmentation des 
taux intracellulaires de l’AMPc suite à une activation -adrénergique (Figure 20). La 





cilostamide, inhibiteurs sélectifs de la PI3-K, de l’Akt et de la PDE3B, respectivement 
(Figure 20). Nous avons montré et confirmé que la PDE3B n’est pas impliquée dans 
l’inhibition de la lipolyse dans la cascade GPR103B/PI3-K/Akt. En effet, ni le 
cilostamide ni le dibutyryl-AMPc, un analogue non-hydrolysable de l’AMPc (figure 
20), n’ont permis d’abolir les effets anti-lipolytiques du QRFP-43. Au niveau 
moléculaire, la lipolyse induite par le dibutyryl-AMPc en présence de QRFP-43 se 
traduit par une diminution de la phosphorylation de PLIN1a tandis que celle de la LHS 
n’est pas affectée. Le fait que le traitement par le QRFP-43 soit capable de bloquer la 
lipolyse induite par les analogues de l’AMPc suggère que l’activation du GPR103B 
cible des seconds messagers en aval de l’adénylate cyclase (Figure 17 et 20). Nous 
avons cependant trouvé que l’activation du GPR103B stimule la voie PI3-K/Akt, mais 
la stimulation de cette voie par le QRFP-43 ne s’accompagne pas d’une activation de la 
PDE3B dans les adipocytes 3T3-L1.  
Des mécanismes d’inhibition de la lipolyse suite à l’activation de la voie de PI3-
K/Akt médiée par des récepteurs couplés à une protéine G ont déjà été rapportés 
(Baragli et al., 2011; Lefrere et al., 2002; Skrzypski et al., 2011). Ainsi par exemple, la 
stimulation des récepteurs GPR74 et OX2R dans les adipocytes 3T3-L1 inhibe la 
lipolyse induite par l’ISO en activant la PI3-K (Lefrere et al., 2002; Skrzypski et al., 
2011). Une étude a montré que la ghréline et la désacyl-ghréline inhibent la lipolyse 
induite par l’ISO en activant la PI3-K dans les adipocytes isolés des viscères de rat 
(Baragli et al., 2011) (voir section 2.4.7.2.6). Dans cette étude, l’inhibition de la lipolyse 
par la ghréline et la désacyl-ghréline est bloquée par un traitement avec le cilostamide 
ou le dibutyryl-AMPc. La réponse anti-lipolytique de ces peptides résulte de l’activation 
de la PI3-K (Baragli et al., 2011), une des trois isoformes de la PI3-K (Andrews et al., 
2007). L’isoforme  est principalement activé par les récepteurs couplés à une protéine 





trois isoformes ont la capacité d’activer l’Akt menant à la stimulation de la PDE3B 
(Andrews et al., 2007).   
 
Figure 20: Schéma de l’approche dans les études des voies de signalisation induite par 
la GPR103B. AC : adénylate cyclase, AGNE : acides gras non estérifiés, AMPc : 
adénosine monophosphate cyclique, -AR : récepteur -adrénergique, ATGL : lipase 
adipeuse des triglycérides, 8Br-AMPc : 8 bromo-AMPc, Cav-1 : cavéoline 1, 
DAG :diacylglycérol, DB-AMPc : dibutyryl-AMPc, IRS-1 : substrat du récepteur de 





lipase des monoacylglycérols, PDE3B : phosphodiestérase 3B, PI3-K : kinase-3 
phosphoinositide, PKA : protéine kinase A, PKA-c : sous-unité catalytique de PKA, 
PKA-R : sous-unité régulatrice de PKA, PKB : protéine kinase B, PLIN1a : périlipine 
1a, TAG : triacylglycérol (Mulumba et al. 2013). 
4.3.2. Le GPR103B inhibe l’activité de la Src kinase et de PKC 
Étant donné que le QRFP-43 inhibe la phosphorylation de la PLIN1a suite une 
induction de la lipolyse avec le dibutyryl-AMPc ou avec l’ISO en présence du 
cilostamide, nous avons étudié une voie de signalisation alternative potentielle afin 
d’expliquer cette observation. Cette voie implique les kinases Src et PKC (Fricke et al., 
2004; Robidoux et al., 2006). En effet, une partie de la lipolyse induite par la 
stimulation des récepteurs 3-AR est dépendante de l’activation de la PKC qui agirait de 
façon synergique avec la voie PKA dans la stimulation de la lipolyse (Fricke et al., 
2004). Il a aussi été démontré que les récepteurs 3-AR stimulent l’activité des kinases 
Src qui sont impliquées dans l’activation des MAPK dont ERK1/2 dans les adipocytes 
(Robidoux et al., 2006). De plus, les kinases Src facilitent la migration de la CAV-1 de 
la membrane vers différents compartiments intracellulaires, dont les gouttelettes 
lipidiques dans les adipocytes (Blouin et al., 2008). La migration de la CAV-1 vers les 
gouttelettes a été observée dans la lipolyse induite par des agonistes 3-AR dans les 
adipocytes isolés et les cellules 3T3-L1 différenciées (Cohen et al., 2004). Cette 
migration est associée avec une augmentation de la lipolyse et de la phosphorylation de 
PLIN1a dans les adipocytes (Cohen et al., 2004; Ahmad et al., 2009). Au niveau 
moléculaire, la phosphorylation de la PLIN1a est possible grâce à son interaction avec 
la PKA-c, elle-même facilitée par la migration de la CAV-1 au niveau des gouttelettes 
(Cohen et al., 2004). L’analyse de ces deux voies s’avère être judicieuse dans la 
compréhension de la phosphorylation de la PLIN1a. Nos travaux ont montré que, d’une 





la CAV-1 vers les gouttelettes lipidiques dans les adipocytes 3T3-L1. Cette inhibition 
conduit par le fait même à une réduction de l’association entre la PKA-c et la PLIN1a. 
L’activation du GPR103B atténue la phosphorylation des kinases Src, ce qui explique 
l’inhibition de la migration de la CAV-1 et l’atténuation de la phosphorylation de 
ERK1/2 observées dans les adipocytes stimulés par l’ISO. D’autre part, nous avons 
montré que l’activation du GPR103B réduit l’association entre la LHS phosphorylée sur 
la Ser-660 et la PLIN1a au niveau des gouttelettes lipidiques dans les adipocytes 3T3-
L1. Des travaux antérieurs avaient montré que les kinases Src facilitaient l’association 
entre les filaments de vimentine et le récepteur 3-AR dans les adipocytes (Kumar et al., 
2007). En effet, une inhibition spécifique de Src réduit considérablement cette 
association (Kumar et al., 2007). D’autres travaux ont montré que la vimentine est 
impliquée dans la migration de la LHS vers les gouttelettes lipidiques dans les 
adipocytes 3T3-L1 (Shen et al., 2010) et dans celle de la CAV-1 vers les différents 
compartiments intracellulaires (Santilman et al., 2007). Donc, l’inhibition de la 
phosphorylation de Src kinase suite à une activation de GPR103B conduit à une 
réduction de la phosphorylation de la PLIN1a et une diminution de la migration de la 
LHS vers les gouttelettes lipidiques.  
Nos travaux ont aussi montré que l’activation du GPR103B dans les adipocytes 
3T3-L1 inhibe l’activité de PKC. Cette kinase est constituée de plusieurs isoformes 
regroupées en trois catégories: classique (cPKC), nouvelle (nPKC) et atypique (aPKC) 
(Newton, 2003). Les nPKC et cPKC sont activées par le PMA (phorbol 12-myristate 
13-acetate) qui induit aussi leur dégradation dans différents types cellulaires, dont les 
adipocytes (Nakamura, 2008; Nakamura, 2010; Gould & Newton, 2008). Cette 
dégradation est associée à une induction de la lipolyse dans des adipocytes de rat 
lorsque ceux-ci sont traités avec le PMA pendant plus de 3 heures (Nakamura, 2010). 
D’un côté, des études antérieures ont montré que l’activation du récepteur 3-AR est 





les adipocytes bruns (Chernogubova et al., 2004). D’un autre côté, la stimulation de la 
lipolyse et la phosphorylation de PLIN1a par la TSH dans les adipocytes 3T3-L1 est 
dépendante des PKC classiques - et -I. En effet, l’inhibition spécifique de ces 
isoformes réduit la phosphorylation de PLIN1a et inhibe la lipolyse (Thrush et al., 
2012). Dans nos travaux, nous avons montré que la lipolyse induite par le PMA est 
atténuée en présence du QRFP-43 ou de l’inhibiteur de PKC GF109203x qui, à des 
concentrations sub-micromolaires, inhibe les isoformes classiques et nouvelles. 
Cependant, le GF109203x à des concentrations micromolaires, inhibe de façon non 
spécifique toutes les isoformes de PKC (Powell et al., 2003). En fait, nos résultats ont 
montré que la lipolyse induite par le PMA est complètement abolie en présence de 
QRFP-43 et de GF109203x (2 M), confirmant ainsi que les effets anti-lipolytiques du 
QRFP-43 sont potentialisés en présence de GF109203x. Ceci suggère que l’activation 
du GPR103B protègerait les isoformes classiques et nouvelles de PKC d’une 
dégradation dans les adipocytes 3T3-L1. Les mécanismes moléculaires à l’origine de 











Chapitre V : CONCLUSION 
En conclusion, les travaux présentés dans cette thèse ont permis de mettre en 
évidence et de comprendre le rôle du GPR103B et de ses ligands, les QRFP-43 et -26 la 
régulation du métabolisme lipidique des tissus adipeux. En particulier, nous avons 
montré que ces peptides favorisent l’adipogenèse en stimulant l’accumulation des TG 
dans les adipocytes et en induisant l’expression des gènes régulés par le PPAR- et le 
C/EBP-  tels que la LPL, le CD36, la FATP1, la PLIN1a et l’ACSL1 dans les 
adipocytes. De plus, ces peptides atténuent la lipolyse induite par des agents -
adrénergiques et le PMA. Nous avons aussi élucidé les mécanismes de signalisation du 
GPR103B stimulée par les QRFP et conduisant aux effets anti-lipolytiques de ces 
peptides. Cette voie signalétique passe par la voie de PI3-K/Akt. Le fait que les 
adipocytes expriment les QRFPs suggère qu’ils ont des fonctions autocrine/paracrine 
dans le tissu adipeux, ce qui permettrait de cibler le GPR103B pour le développement 















Dans nos travaux nous avons décrit les mécanismes d’inhibition de la lipolyse 
médiés par le récepteur GPR103B. Cependant la nature de la protéine G impliquée reste 
inconnue. Dans la littérature, il a été suggéré que le GPR103B est couplé aux protéines 
Gi et/ou Gq. Nous avons décrit dans l’introduction les mécanismes d’inhibition de la 
lipolyse médiés par les récepteurs couplés à la protéine Gi. Une approche pour étudier 
l’implication de la protéine Gq et/ou Gi dans la signalisation du GPR103B serait 
d’utiliser l’inhibiteur pharmacologique YM-254890 et la toxine pertussique, visant la Gq 
et la Gi, respectivement. Le YM-254890 atténue la mobilisation du calcium induite par 
des récepteurs couplés à la protéine Gq tandis que la toxine pertussique inhibe l’activité 
de la protéine Gi (Nishimura et al., 2010).  Nous nous attendons à ce que l’inhibition de 
la protéine Gq conduise à une perte des effets anti-lipolytiques du QRFP-43. Quant à  la 
protéine Gi, son inhibition n’affecterait pas la réponse anti-lipolytique du QRFP-43. En 
effet, dans nos travaux (deuxième article) nous avons montré que la stimulation de la 
lipolyse avec des analogues de l’AMPc est inhibée par le QRFP-43 (Mulumba et al. 
2013). Ces analogues agissent en aval de la protéine Gi pour stimuler la lipolyse 
(Figure 20). 
Il serait aussi important de confirmer l’inhibition des kinases Src et la 
translocation de la Cav-1 vers les gouttelettes lipidiques suite à l’activation du 
GPR103B par le QRFP-43 dans les adipocytes. Pour ce faire, nous pourrions utiliser des 
cellules 3T3-L1 transfectées avec la forme active des kinases Src, Y527FSrc. La 
transfection transitoire de Y527FSrc dans les adipocytes 3T3-L1 engendre une forte 
migration de la Cav-1 vers les gouttelettes lipidiques (Le et al., 2006). La lipolyse sera 
stimulée avec l’ISO en présence du QRFP-43 ou du PP2, inhibiteur des kinases Src, 






Métabolisme lipidiques d’une injection périphérique du QRFP-43 
À ce jour, les études démontrant le rôle physiologique du QRFP-43 dans le 
métabolisme lipidique ont été effectuées chez des rongeurs qui ont reçu le peptide par 
administration i.c.v. Chez les rongeurs, les études effectuées après une administration 
i.p. des QRFP-43 et -26 n’ont porté que sur la sécrétion de la LH et de la FSH (Patel et 
al., 2008; Navarro et al., 2006). Cependant, si l’on considère les résultats publiés par 
Moriya et ses collaborateurs montrant les effets d’une administration i.c.v. du peptide 
sur le métabolisme périphérique des lipides (Moriya et al., 2006), et nos résultats 
d’études in vitro sur l’adipogenèse, nous pouvons émettre l’hypothèse selon laquelle le 
QRFP-43, dans la circulation sanguine agit directement sur le tissu adipeux. De plus, il 
a été montré que le QRFP-26 est présent dans le plasma et que les taux plasmatiques 
augmentent chez des patientes souffrant de troubles de l’appétit (Galusca et al., 2012), 
tel qu’observé dans le cas du NPY (Baranowska et al., 2001). Contrairement à ce qui a 
été rapporté chez les patients anorexiques, les taux plasmatiques du NPY sont fortement 
diminués chez des patientes obèses (Baltazi et al., 2011; Baranowska et al., 2005). 
Toutefois, aucune étude n’a documenté à ce jour la modulation des taux plasmatiques 
des QRFPs dans l’obésité ou encore les effets d’une administration périphérique des 
QRFPs sur la prise alimentaire et le développement de l’obésité chez des rongeurs. 
Nous pourrions étudier l’effet d’une administration i.p. du QRFP-43 chez des 
souris C57BL/6J mâles. Les études de Moriya et ses collaborateurs ont montré que le 
QRFP-43, lorsqu’administré à une dose de 30 g/jour pendant deux semaines, 
augmentait la prise alimentaire ainsi que les masses corporelle et adipeuse (Moriya et 
al., 2006). Dans l’étude que nous proposons, un groupe de souris sous diète normale  
recevrait par voie i.p. 30 g/jour de QRFP-43 durant durant quatorze jours. Les souris 





traitements, mais les animaux seraient soumis à une diète riche en lipides. Dans le 
premier volet de l’étude, les concentrations plasmatiques de la leptine, d’AGNEs, de 
TG, de l’insuline, du glucose, du cholestérol total et des LDL et HDL cholestérol 
seraient dosées. La prise alimentaire serait évaluée ainsi que la masse corporelle. Dans 
le deuxième volet de l’étude, nous proposons de déterminer si l’obésité module les taux 
plasmatiques de QRFP-43 par radioimmunoessai (Phoenix Pharmaceutical, Inc.). Pour 
ce faire, les souris dans ce groupe seraient soumises à leur diète respective pendant 
quatre, seize et vingt semaines, qui correspondent à des stades différents du 
développement de l’obésité sous ue régime riche en lipides (Xu et al., 2003; Collins et 
al., 2004). Les taux plasmatiques de QRFP-43 seraient ensuite corrélés avec la masse 
corporelle.  
Dans le troisième volet de l’étude, les effets du QRFP-43 sur la thermogenèse 
seraient évalués in vivo. En effet, une administration i.c.v. du QRFP-43 réduit la 
thermogenèse adaptative chez les souris avec comme conséquence une diminution de 
l’expression de l’UCP-1 dans le tissu adipeux brun (Moriya et al., 2006). Comme nous 
l’avons mentionné dans la section 1.2, l’activation du récepteur 3-AR au niveau du 
tissu adipeux brun augmente la thermogenèse (Atgie et al., 1997) et active l’UCP-1 en 
conséquence (Collins et al., 2010; Golozoubova et al., 2006). De plus, la 
phosphorylation de la PLIN1a lors de la lipolyse est importante dans la stimulation de la 
thermogenèse induite par les agonistes 3-AR dans les adipocytes bruns (Souza et al., 
2007). Contrairement au tissu adipeux blanc, la lipolyse induite dans le tissu adipeux 
brun ne libère pas les AGNEs en circulation, mais ceux-ci servent de substrats à la -
oxydation et à l’activation de l’UCP-1 (Robidoux et al., 2004). Étant donné que nos 
travaux ont montré que le QRFP-43 inhibe les voies de la lipolyse induite suite à une 
stimulation -AR et que dans les travaux de Moriya, l’administration i.c.v. de QRFP-43 
réduit la thermogenèse (Moriya et al., 2006), il serait intéressant d’étudier les effets 





serait de voir si des injections répétées i.p. de QRFP-43 pendant quatorze jours 
réduisent l’expression de l’UCP-1 au niveau du tissu adipeux brun chez les souris;  
Du point de vue moléculaire, il est nécessaire de déterminer lequel des deux 
sous-types du récepteur GPR103 est exprimé au niveau du tissu adipeux brun ainsi 
qu’au niveau des adipocytes bruns isolés. Dans les adipocytes bruns, la lipolyse génère 
d’abord des acides gras nécessaires à la production de la chaleur au niveau des 
mitochondries et ensuite, elle engendre une activation de l’AMPK favorisant le 
transport de ces acides gras à travers la membrane mitochondriale (section 3.1.2) 
(Pulinilkunnil et al., 2011). Les effets du QRFP-43 sur la thermogenèse seraient 
déterminés dans des expériences sur des adipocytes bruns isolés de souris et sur une 
lignée cellulaire immortalisée d’adipocytes bruns, les SV40T. Les objectifs seraient de 
documenter les effets du QRFP-43: 
- sur la phosphorylation et l’activité de l’AMPK dans des conditions basales et 
stimulées avec le composé CL-316,243 en mesurant le degré de 
phosphorylation de la sous-unité  de l’AMPK sur la Thr-172 et de l’ACC 
sur la Ser-80, substrat de l’AMPK activée; 
- sur la phosphorylation de la PLIN et de la LHS induite suite à la stimulation 
avec le composé CL-316,243;  
- sur l’expression de CPT-1 et UPC-1, ainsi que sur l’expression de PCG-1, 
coactivateur de PPAR- contrôlant la transcription de plusieurs gènes dont 
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